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Résumé
Chez les mammifères, la perception des sons est rendue possible grâce à un épithélium
sensoriel localisé dans l’oreille interne : l’organe de Corti. Celui-ci est constitué par deux
types de cellules mécanosensorielles ainsi que par quatre autres types de cellules de soutien
organisées en une mosaïque hautement ordonnée s’étalant sur toute la longueur du canal
cochléaire. L’audition joue un rôle fondamental dans la survie et la reproduction des
mammifères. Chez l’humain, ce sens est primordial dans la communication entre individus,
conditionnant à la fois l’apprentissage et l’utilisation des échanges vocaux et influençant les
interactions sociales. Dès lors, une perte de l’audition induit inévitablement une baisse de
qualité de vie. Lorsque cette perte auditive est provoquée par une dégénérescence des cellules
sensorielles de l’organe de Corti, elle est alors incurable ; l’épithélium sensoriel ne pouvant pas
se régénérer. Dans ce contexte, la compréhension des différents mécanismes impliqués dans
le développement de l’organe de l’audition paraît essentielle dans l’élaboration de stratégies
thérapeutiques visant un rétablissement de la fonction auditive. Grâce à de nouvelles méthodes
d’investigation, de grands progrès ont été réalisés ces deux dernières décennies. Néanmoins, de
nombreuses questions concernant le développement morphologique, cellulaire et moléculaire
de l’organe de l’audition des mammifères restent en suspend.
Dans le présent travail, nous avons étudié le développement de l’organe de Corti avec une
attention particulière portée aux cellules de soutien. Nos observations montrent que durant
la mise en place de l’organe de Corti, la première cellule qui se distingue n’est pas une
cellule sensorielle mais une cellule pilier interne et qu’au sein de cette dernière, la voie de
signalisation Notch ne semble pas activée, contrairement à ce qui est observé dans les autres
cellules de soutien. Nous mettons également pour la première fois en évidence une transition
épithélio-mésenchymateuse partielle ainsi que l’apparition de microtubules à 15 protofilaments
au sein des cellules de soutien durant une étape clé du remodelage de l’organe de Corti. De plus,
nous montrons que l’acétylation de ces microtubules n’est pas indispensable à leur structure à
15 protofilaments. L’ensemble de nos résultats indiquent l’important rôle que jouent les cellules




In mammals, the perception of sound is mediated by an epithelial sensory patch located
in the cochlear region of the inner ear, named the organ of Corti. The latter is composed of
two hair cells types acting as mechanical receptors, together with four kinds of supporting
cells. These cells are arranged in rows to form a highly ordered mosaic running along the
length of the snail-like cochlea from base to apex. Hearing is a fundamentally adaptation
for survival, maintenance, and reproduction. It is also one of the most important sense for
human social interactions. Since damaged hair cells do not regenerate in mammals, loss of
hair cells inevitably leads to permanent hearing loss and thus, severely degrade the quality
of life. Therefore, the mechanism that determines the fate of the cells of the organ of Corti
is considered to be an important clinical issue. In the last couple of decades, molecular and
genetic techniques have dramatically increased our understanding of the cellular processes
that mediate the formation of this remarkable structure. However, many details remain to be
determined, especially about the synergy between morphogenesis and molecular events during
cell differentiation.
In the present work, we focused on the development of the organ of Corti prior of the
onset of hearing with a particular emphasis on the supporting cells. We show that during the
initial patterning of the organ of Corti, the first identifiable cells within the prosensory domain
are not hair cells but rather inner pillar cells. Additionally, whereas we detect activation of
Notch signalling in Deiters cells and outer pillar cells as the organ of Corti develops, it does not
appear to be activated in the inner pillar cell. We highlight for the first time a partial epithelial to
mesenchymal transition taking place in supporting cells during the morphological remodelling
of the organ of Corti. We also revealed the appearance of 15 protofilaments microtubules
and β5-tubulin labelling in specific cell types during key stages of the development of the
organ of Corti. Moreover, we show that acetylation of these microtubules is not essential for
the formation of the 15 protofilaments microtubule structure. Altogether, our results indicate
that supporting cells are playing an important role during the initial patterning and the
morphological remodelling of the organ of Corti.
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I love deadlines. I love the whooshing noise they make as they go by.
— Douglas Adams
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I | Introduction générale
All you really need to know for the moment is that the universe is a
lot more complicated than you might think, even if you start from a





Le système auditif mammalien est régulièrement considéré comme étant un des plus
extraordinaires exemples d’innovations morpho-fonctionnelles apparues chez les vertébrés
(Fritzsch et al., 2013; Grothe et al., 2004; Okoruwa et al., 2008). De plus, l’organogenèse de
l’oreille interne est également décrite comme étant un des plus remarquables phénomènes de
micro-ingénierie de précision ayant lieu dans le sous-embranchement des vertébrés (Swanson
et al., 1990). Avec de tels superlatifs, l’audition chez les mammifères ne peut-être qu’un sens
très particulier. En effet, malgré sa faible répartition au sein du règne animal1, l’audition
joue un rôle important dans la détection des proies et des prédateurs ainsi que dans la
perpétuation des espèces par la reconnaissance des partenaires sexuels potentiels (Conner et
Corcoran, 2012; Montealegre-Z et al., 2012; Petit, 2009a; Yager, 1999). De plus, l’audition
occupe une place de premier ordre dans la communication entre individus, conditionnant à la
fois l’apprentissage et l’utilisation des échanges vocaux et influençant les interactions sociales
(Fritzsch et al., 2007; Petit, 2009a). Le système auditif est également le premier relais par
lequel les humains créent, écoutent et apprécient la musique ; un art qui peut d’ailleurs être la
source d’une augmentation de l’activité neuronale (Kraus et Chandrasekaran, 2010).
Pourtant, selon l’Organisation Mondiale de la Santé, il y a dans le monde plus de
360 millions de personnes qui souffrent de déficits auditifs modérés ou profonds. Les
conséquences de ces déficits auditifs peuvent être d’ordre fonctionnel, social, émotionnel ou
encore économique (World Health Organization, 2013). Chez les mammifères, les surdités
de perception résultent d’une atteinte au niveau de la partie auditive de l’oreille interne,
la cochlée, et plus rarement du nerf auditif. Ce type de surdité trouve son origine dans un
1Seuls les vertébrés (à l’exception des agnathes) et certaines sous-classes de l’embranchement des
euarthropodes sont dotés d’un véritable sens de l’audition (Fay, 1988; Yager, 1999)
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traumatisme sonore, une mutation génétique, un stress oxydatif lié au vieillissement, des
maladies infectieuses telles que la méningite ou la rougeole. Elle peut également résulter de
l’administration de médicaments ototoxiques tels que les antipaludéens ou les antibiotiques à
base d’aminoglycosides (Breuskin et al., 2008; World Health Organization, 2013). Ces atteintes
provoquent une dégénérescence des cellules sensorielles de l’organe de l’audition nommé
organe de Corti. Cette perte de cellules sensorielles entraîne à son tour la dégénérescence
secondaire des neurones du ganglion spiralé, premier relais nerveux de l’audition. Bien que
pouvant bénéficier d’une rééducation limitée via l’utilisation de prothèses auditives, ce type de
surdité est actuellement incurable. En effet, la destruction des cellules sensorielles de l’organe
de Corti ou des neurones du ganglion spiralé est irrémédiable, car contrairement à ce qui est
observé chez les oiseaux et chez d’autres vertébrés, aucune régénération de ces tissus n’est
actuellement possible chez les mammifères (Breuskin et al., 2008).
Dans ce contexte, la compréhension des différents mécanismes qui sous-tendent le
développement de l’organe de l’audition paraît essentielle dans l’élaboration d’éventuelles
stratégies thérapeutiques visant une restauration de la fonction auditive. Néanmoins, après
plus de 150 ans d’études et malgré les grandes avancées réalisées ces 15 dernières années, de
nombreuses questions concernant le développement morphologique, cellulaire et moléculaire
de l’organe de l’audition des mammifères restent en suspend (Fritzsch et al., 2013; Kelley,
2007).
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2 | Description morphologique de
l’oreille des mammifères
2.1 L’oreille externe et l’oreille moyenne
L’oreille des mammifères se compose de trois parties distinctes : l’oreille externe, l’oreille
moyenne et l’oreille interne (Figure 1). L’oreille externe comporte le pavillon et le conduit
auditif externe (Wheater et al., 2001). Le pavillon de l’oreille externe est essentiellement formé
de cartilage revêtu de peau mince. Le conjonctif sous-cutané, peu abondant, renferme quelques
fibres musculaires striées qui s’insèrent sur le périchondre. Chez l’Homme, cette musculature
est peu développée ; elle l’est plus chez de nombreux animaux qui possèdent un pavillon
orientable2 facilitant la localisation sonore (Chèvremont, 1980; Fischer et Schäfer, 1991). La
paroi du conduit auditif externe est cartilagineuse dans son tiers externe et osseuse ailleurs. La
peau qui la tapisse est mince et comporte de nombreux follicules pileux ainsi que des glandes
apocrines volumineuses, les glandes à cérumen.
L’oreille moyenne est une cavité remplie d’air, située dans le rocher de l’os temporal et
séparée du conduit auditif externe par le tympan. Ce dernier est une membrane constituée
d’une partie conjonctive fibreuse comportant deux assises de fibres de collagènes. La face
externe de la membrane tympanique est recouverte par un mince épithélium pluristratifié
non-malpighien. La face interne est quant à elle recouverte par un épithélium simple,
pavimenteux à cubique (Chèvremont, 1980). Les ondes sonores qui heurtent le tympan sont
2Il est à noter que le pavillon fait défaut chez la plupart des mammifères marins et fouisseurs (Feldhamer,
2007).
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FIGURE 1 – Représentation de l’oreille humaine. Repris et modifié depuis le site web
du NIH National Library of Medecine (2019).
converties en vibrations mécaniques et transmises à la chaîne des osselets, formée par trois
petits os qui s’articulent entre eux par des articulations synoviales. Les osselets sont le lien
entre la membrane tympanique et l’oreille interne. En contact avec le tympan par sa longue
apophyse, le marteau est le premier osselet de la chaîne (Mellal, 2010). La tête du marteau
est quant à elle en contact avec le deuxième osselet, l’enclume. Ces deux premiers maillons
de la chaîne pivotent sur de minuscules ligaments attachés à la paroi de l’oreille moyenne
(Wheater et al., 2001). Faisant le lien avec la fenêtre ovale de l’oreille interne, l’étrier est le
dernier des osselets. La mobilité des osselets est contrôlée par le muscle tenseur du tympan
qui s’insère entre la tête et la longue apophyse du marteau ainsi que par le muscle de l’étrier
attaché au niveau de la tête de l’étrier. Ces muscles amortissent les vibrations excessives qui
pourraient endommager l’appareil auditif (Purves et Coquery, 2005). La cavité de l’oreille
moyenne communique en arrière avec les cavités mastoïdiennes. Elle communique également
en avant avec le rhinopharynx par la trompe d’Eustache permettant ainsi l’équilibrage des
changements de pression avec le milieu extérieur (Schoffeniels et Moonen, 1993).
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2.2 L’oreille interne
Enfouie dans la partie pétreuse de l’os temporal et contenant l’organe vestibulo-cochléaire
spécialisé dans la perception des sons ainsi que dans le maintien de l’équilibre (Moore et Dalley,
2001), l’oreille interne est constituée d’une structure interconnectée remplie de liquide, le
labyrinthe membraneux, engainée dans un dédale de forme complémentaire, le labyrinthe
osseux. Les parois de ce dernier sont composées par de l’os plus dense que le reste de la partie
pétreuse de l’os temporal formant ainsi la capsule otique.
Le labyrinthe membraneux, à l’intérieur duquel se trouvent les structures sensorielles, est
bordé par un épithélium simple et s’insère en plusieurs endroits sur le labyrinthe osseux. Il
en reste néanmoins séparé dans sa plus grande partie par des cavités de tailles irrégulières
emplies d’un fluide, la périlymphe, dont la composition est très proche de celle du liquide
céphalo-rachidien3 (Chèvremont, 1980; Ferrary et Sterkers, 1998; Wheater et al., 2001).
Un fluide riche en potassium (140-170 mM) et pratiquement dépourvu de sodium (1-10
mM), l’endolymphe4, est contenu au sein du système clos formé par le labyrinthe membraneux
(Couloigner et al., 2004; Ferrary et Sterkers, 1998). Logé dans un dédoublement de la
dure-mère de la fosse cérébrale postérieure, le sac endolymphatique relie le labyrinthe
membraneux par le canal endolymphatique qui chemine dans l’os temporal à l’intérieur d’un
canalicule osseux appelé aqueduc vestibulaire (Couloigner et al., 2004). La lumière du sac
endolymphatique est bordée par un épithélium simple prismatique dont les caractéristiques
confirmeraient une implication dans l’homéostasie de l’endolymphe cochléo-vestibulaire.
Le labyrinthe osseux comporte trois régions principales : le vestibule, les canaux
semi-circulaires et le limaçon ou cochlée (Figure 2). Latéralement, le vestibule est séparé de
la cavité de l’oreille moyenne par une mince lamelle osseuse présentant deux ouvertures : la
fenêtre ovale et la fenêtre ronde. La fenêtre ovale est fermée par la base de l’étrier entouré
par un ligament annulaire. La fenêtre ronde est, quant à elle, obturée par une membrane de
constitution analogue au tympan, fréquemment nommée membrane tympanique secondaire.
3L’espace périmembraneux communique directement avec l’espace sous-arachnoïdien par l’aqueduc cochléaire
(Moore et Dalley, 2001)
4La composition ionique de l’endolymphe varie en fonction de sa localisation dans l’oreille interne (Couloigner
et al., 2004; Ferrary et Sterkers, 1998)
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Les canaux semi-circulaires, au nombre de trois et disposés de manière orthogonale dans trois
plans différents de l’espace, s’insèrent en arrière du vestibule. La cochlée s’en détache en avant
et, chez la plupart des mammifères, une proéminence provoquée par son premier tour de spire
est visible dans la cavité de l’oreille moyenne5 (Chèvremont, 1980; Junqueira et al., 1995;
Raphael et Altschuler, 2003; Wheater et al., 2001).
FIGURE 2 – Représentation de l’oreille interne des mammifères.
Repris et modifié depuis Randall et al. (1997).
2.2.1 L’appareil vestibulaire
L’appareil vestibulaire, siège de l’organe de l’équilibre, est constitué de plusieurs éléments
sensoriels, à savoir le saccule, l’utricule et les trois crêtes ampullaires (Figure 3).
Le saccule et l’utricule sont deux régions dilatées du labyrinthe membraneux, situées
dans le vestibule. Un épithélium simple, cubique à pavimenteux, en tapisse la face interne
excepté en deux endroits où l’épithélium s’épaissit pour former les macules de l’utricule et
du saccule. Les macules sont des plages ovoïdes de 2 à 3 mm de long chez l’Homme et
5Chez les rongeurs, c’est toute la cochlée qui provoque une proéminence visible dans la cavité de l’oreille
moyenne (Raphael et Altschuler, 2003)
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orientées perpendiculairement l’une à l’autre. Elles possèdent un épithélium composé par deux
populations cellulaires : les cellules de soutien et les cellules sensorielles (Chèvremont, 1980;
Junqueira et al., 1995).
FIGURE 3 – Représentation de l’appareil vestibulaire. Repris et modifié depuis
la page web de Encyclopedia Britannica (2019).
Les cellules de soutien sont en contact avec la membrane basale et une grande partie
d’entre elles s’insinue jusqu’à la surface de l’épithélium. Leur disposition est telle que les cellules
sensorielles sont régulièrement séparées l’une de l’autre par une cellule de soutien.
Les cellules sensorielles mécanoréceptrices occupent la partie supérieure de l’épithélium.
Ces cellules se caractérisent par le fait qu’elles portent, à leur pôle apical, un cil unique,
le kinocil, ainsi qu’une touffe de 40 à 80 longs stéréocils6. Connectées aux projections
dendritiques des neurones vestibulaires, elles convertissent les informations positionnelles en
potentiel d’action (Chèvremont, 1980; Wheater et al., 2001). Deux types de cellules sensorielles
sont distingués : les cellules sensorielles de type I ont une forme de bulbe et leur base est
recouverte par un feutrage de prolongements dendritiques de neurones sensoriels afférents ; les
cellules sensorielles de type II sont fusiformes et présentent seulement de petits prolongements
dendritiques à leur base (Bagger-Sjöbäck et al., 1974). Il existe également d’autres différences
6Toutes les cellules sensorielles de l’oreille interne sont organisées selon un même patron ; leur structure sera
décrite plus extensivement au chapitre "2.2.2.4 Les cellules sensorielles"
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entre les deux types de cellules sensorielles tels le nombre de stéréocils présents au pôle apical,
la géométrie de la touffe de stéréocils ou encore la conductance des canaux potassium (Moravec
et Peterson, 2004; Peterson et al., 1996; Rüsch et al., 1998).
La surface des macules est recouverte par une couche relativement épaisse d’une substance
glycoprotéique gélatineuse dans laquelle le kinocil et les stéréocils des cellules sensorielles
pénètrent. Cette couche glycoprotéique contient une multitude de corps cristallins, les
otolithes, petits cristaux principalement composés de carbonate de calcium (Wheater et al.,
2001). Les macules du saccule et de l’utricule sont respectivement responsables de la
perception des accélérations linéaires verticale et horizontale (Chèvremont, 1980; Junqueira
et al., 1995).
Les crêtes ampullaires se situent au niveau de chaque ampoule des canaux semi-circulaires.
Ce sont des structures épithéliales allongées situées sur un repli de tissu conjonctif. Elles
sont orientées perpendiculairement à la direction du flux de l’endolymphe provenant des
canaux semi-circulaires (Wheater et al., 2001). Comme les macules, les crêtes ampullaires
sont composées par des cellules de soutien et par des cellules sensorielles. Les stéréocils et
kinocils des cellules sensorielles sont également enchâssées dans une couche glycoprotéique,
haute et de forme conique en section transversale, formant la cupule. Contrairement aux
macules, les cupules ne contiennent pas d’otolithes. Les crêtes ampullaires sont responsables
de la perception des accélérations angulaires (Chèvremont, 1980; Junqueira et al., 1995).
2.2.2 La cochlée
La cochlée est l’organe de l’audition des mammifères. Il s’agit d’une structure hélicoïdale
enroulée autour d’un axe central nommé columelle ou modiolus, un cône d’os spongieux en
forme de tire-bouchon dans lequel pénètrent de nombreux vaisseaux sanguins ainsi que des
fibres du nerf cochléaire (Chèvremont, 1980). Autour de cet axe osseux, s’enroule le tube
cochléaire (Wheater et al., 2001). Ce dernier, qui comprend également un segment basal
non-enroulé, est cloisonné par deux membranes et est ainsi subdivisé en trois canaux : la rampe
vestibulaire (scala vestibulari) séparée du canal cochléaire (scala media) par la membrane de
Reissner et la rampe tympanique (scala tympani), elle-même séparée du canal cochléaire par
10 |
DESCRIPTION MORPHOLOGIQUE L’oreille interne
la membrane basilaire (Figure 4).
La rampe vestibulaire et la rampe tympanique font, toutes les deux, partie du labyrinthe
osseux et sont donc emplies de périlymphe (Junqueira et al., 1995). La rampe vestibulaire
est en continuité avec le vestibule au niveau de la base de la cochlée et communique avec la
rampe tympanique par une petite ouverture se trouvant au sommet de la spirale cochléaire,
l’hélicotrème. La rampe tympanique se termine quant à elle au niveau de la seconde membrane
tympanique qui recouvre la fenêtre ronde.
FIGURE 4 – Représentation d’une coupe sagittale dans la cochlée. À droite, un agrandissement centré
sur le canal cochléaire (en vert). Repris et modifié depuis le site web du Voyage au centre de l’audition
(2016).
2.2.2.1 Le canal cochléaire
Le canal cochléaire représente le labyrinthe membraneux de la cochlée. Ce canal contient le
liquide endolymphatique qui, dans la cochlée, possède un haut potentiel électrique d’environ
+80 mV (Forge et Wright, 2002). Ce canal présente une section triangulaire dont le sommet
aigu touche la columelle. La membrane de Reissner en forme l’hypoténuse et le mur latéral, le
petit côté. Le plancher de la rampe cochléaire est composé de la lame spirale, une courte lame
osseuse qui s’appuie sur la columelle, et de la membrane basilaire (Chèvremont, 1980).
La membrane de Reissner qui sépare la rampe vestibulaire du canal cochléaire, est
constituée de deux couches de cellules très aplaties. En regard de la rampe vestibulaire,
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un mésothélium très mince et discontinu repose sur une fine couche de tissu conjonctif. Ce
dernier est séparé de l’épithélium simple pavimenteux du canal cochléaire par une lame basale
(Coujard et Poirier, 1980).
Le mur latéral se compose de la strie vasculaire, de la proéminence spirale, et du ligament
spiral. La strie vasculaire, qui joue un rôle important dans l’absorption et la sécrétion du liquide
endolymphatique, occupe les trois-quarts supérieurs du mur latéral. Cette structure épithéliale
complexe et riche en vaisseaux sanguins est composée de plusieurs types cellulaires : les cellules
marginales, les cellules intermédiaires et les cellules basales (Kikuchi et Hilding, 1966; Kimura
et Schuknecht, 1970) (Figure 5).
Les cellules marginales forment la couche en contact direct avec l’endolymphe et les
capillaires sanguins. Liées les unes aux autres par des complexes de jonctions serrées, ces
cellules émettent également des prolongements cytoplasmiques, riches en mitochondries, qui
s’interpénètrent avec les autres types cellulaires de la strie vasculaire (Coujard et Poirier, 1980;
Kimura et Schuknecht, 1970; Souter et Forge, 1998). Sous le pôle basal des cellules marginales,
une membrane basale incomplète et parcellaire est observée, notamment au niveau de leurs
contacts avec les capillaires sanguins (Kikuchi et Hilding, 1966; Kimura et Schuknecht, 1970).
Les cellules intermédiaires sont des cellules de type mélanocytaire et forment une couche
discontinue située latéralement aux cellules marginales (Hilding et Ginzberg, 1977; Raphael
et Altschuler, 2003). Parmi ces cellules qui dérivent probablement des crêtes neurales, deux
sous-types sont distingués : les cellules claires et les cellules sombres (Cable et Steel, 1991;
Conlee et al., 1989). Les cellules claires possèdent l’apparence typique des mélanocytes tandis
que les cellules sombres sont quant à elles un type cellulaire hybride, partageant à la fois
des caractéristiques de mélanocytes et de macrophages (Zhang et al., 2012). La morphologie
ultrastructurale de ces cellules sombres, qui sont localisées uniquement autour des capillaires
sanguins, semble indiquer qu’elles représentent un stade de différenciation plus avancé des
cellules claires (Cable et Steel, 1991).
Les cellules basales constituent les strates les plus profondes de la strie vasculaire. Ces
cellules relativement plates forment plusieurs couches et sont liées entre elles par de nombreux
complexes de jonctions serrées, séparant ainsi les compartiments extracellulaires de la strie
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FIGURE 5 – Représentation de la strie vasculaire, située dans la partie externe
du canal cochléaire. MC : cellule marginale, IC : cellule intermédiaire, BC :
cellule basale, FC : fibrocyte, IHC : cellule sensorielle interne, OHC : cellule
sensorielle externe. Repris et modifié depuis Gu et al. (2021)
vasculaire et du ligament spiral (Kimura et Schuknecht, 1970; Trowe et al., 2008).
Séparant le canal cochléaire de la rampe tympanique, la membrane basilaire relie la
lame spirale au ligament spirale (Raphael et Altschuler, 2003). La membrane basilaire est un
assemblage complexe de cellules mésothéliales et de tissu conjonctif constitué par des protéines
de la matrice extracellulaire ainsi que par des fibres orientées radialement par rapport à l’axe de
la columelle (Coujard et Poirier, 1980; Petit, 2003). Des glycoprotéines telles que la fibronectine
et la tenascine ont été détectées au sein de cette membrane, ainsi que des fibres de collagène
de type II, IV et XI (Cosgrove et Rodgers, 1997; Cosgrove et al., 1996; Dreiling et al., 2002;
Santi et al., 1989; Swartz et Santi, 1999; Thalmann, 1993). La largeur et l’épaisseur de la
membrane basilaire augmentent de façon continue le long du canal cochléaire en suivant un
gradient base-apex (Dulguerov et Remacle, 2005). Sa rigidité, quant à elle, décroît en suivant
le même gradient (Petit, 2003). Deux zones membranaires sont distinguées : la zone arquée
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(zona arcuata) couvrant le tiers interne et insérée sur la lame spirale, est rigide, peu mobile
et est perforée par de petites ouvertures, collectivement nommée l’habeluna perforata ; la zone
pectinée (zona pectinata) compose les deux tiers restants et est rattachée au ligament spiral.
À l’inverse de la zone arquée, la zone pectinée est quant à elle très mobile (Coujard et Poirier,
1980; Petit, 2003; Raphael et Altschuler, 2003). Une différence supplémentaire entre les deux
zones qui composent la membrane basilaire est la présence d’une petite artériole au sein de
la zone arquée nommée vaisseau spiral (Axelsson, 1988; Carraro et al., 2013; Raphael et
Altschuler, 2003).
2.2.2.2 L’organe de Corti
Positionné sur la partie médiane de la membrane basilaire, l’organe de Corti représente le
véritable épithélium sensoriel auditif de la cochlée (Corti, 1851; Kölliker, 1854). Il s’agit d’une
structure complexe dans laquelle toutes les cellules se distribuent suivant un arrangement
précis qui se retrouve sur toute la longueur de l’organe, adoptant une régularité rarement
atteinte chez les vertébrés (Kelley et Bianchi, 2001). Cet arrangement cellulaire est constitué
par deux mosaïques épithéliales composées de deux types cellulaires principaux : les cellules
sensorielles et des cellules de soutien. Parmi ces deux grands types cellulaires qui composent
l’organe auditif, il est possible de distinguer quatre sortes de cellules de soutien : les cellules
piliers internes et externes, les cellules de soutien internes (cellules phalangées internes) et les
cellules de soutien externes (cellules de Deiters), et deux types de cellules sensorielles : les
cellules sensorielles internes et externes, responsables de la détection des sons (Raphael et
Altschuler, 2003) (Figure 6).
Les deux mosaïques épithéliales sont inclinées l’une vers l’autre et délimitent un espace
intercellulaire à section triangulaire localisé juste au-dessus du vaisseau spiral (Chèvremont,
1980; Raphael et Altschuler, 2003). Ce dernier, nommé tunnel de Corti, est le point de
démarcation des parties internes (vers la columelle) et externes (vers le mur latéral) du canal
cochléaire (Raphael et Altschuler, 2003). Communiquant avec le tunnel de Corti, d’autres
vastes espaces intercellulaires, les espaces de Nuel, entourent les cellules sensorielles externes
(Chèvremont, 1980). Tous ces espaces intercommunicants sont remplis d’un fluide nommé
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FIGURE 6 – Représentation du canal cochléaire (en haut), de l’organe de Corti ainsi que de ses cellules
et structures adjacentes (en bas). Repris et modifié depuis Randall et al. (1997).
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cortilymphe aux caractéristiques proches de la périlymphe (Engström, 1960). Le tunnel de
Corti et les espaces de Nuel sont fermés à la surface de l’organe de Corti par la membrane
réticulaire7 (membrana reticularis). Celle-ci est formée par les pôles apicaux des cellules
sensorielles et des cellules de soutien unis entre eux par un ensemble élaboré de jonctions
serrées (Raphael et Altschuler, 2003).
2.2.2.3 Les cellules de soutien
En contact avec la membrane basilaire, les cellules de soutien de l’organe de Corti
sont des cellules épithéliales hautement différenciées ; chacune possède des caractéristiques
morphologiques distinctes (Raphael et Altschuler, 2003). Ces cellules sont liées les unes
aux autres et avec les cellules sensorielles par des jonctions serrées ainsi que par des
jonctions adhérentes ; des jonctions communicantes sont également présentes au niveau de leur
membrane cytoplasmique (Wan et al., 2013). En plus de leur fonction de support structurel,
ces cellules jouent un rôle important dans la régulation de l’environnement ionique de l’organe
de Corti (Kikuchi et al., 2000; Spicer et al., 2000; Wan et al., 2013).
Les cellules piliers
Les cellules piliers sont des cellules de soutien spécialisées qui bordent et forment le tunnel
de Corti (Junqueira et al., 1995). Ces cellules possèdent un noyau situé en position basale
et elles se prolongent par une fine extension cytoplasmique légèrement dilatée à leur pôle
apical. Leur caractéristique cytoplasmique essentielle est la présence sur toute leur longueur
d’un assemblage organisé de plusieurs centaines de microfilaments d’actine et de microtubules8
(Tolomeo et Holley, 1997; Tucker et al., 1993). De fins ponts transversaux unissent ces
filaments d’actine et ces microtubules qui, au niveau de la tête et de la base des cellules piliers,
s’épanouissent en éventail. De plus, ces microtubules sont formés par 15 protofilaments au
lieu des 13 habituellement observés chez les mammifères (Angelborg et Engström, 1972). Ce
cytosquelette très organisé confère aux cellules piliers une rigidité exceptionnelle (Tolomeo et
7Également parfois appelée lame réticulaire (lamina reticularis) (Raphael et Altschuler, 2003)
8Le nombre de microtubules varie en fonction de l’espèce et de la localisation des cellules piliers au sein de la
cochlée (Angelborg et Engström, 1972)
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Holley, 1997; Zagadou et al., 2014b).
Les cellules piliers internes, en contact étroit les unes avec les autres sur toute leur hauteur,
forment un mur continu séparant le tunnel de Corti de la partie interne de l’organe de
l’audition. Les cellules piliers internes et externes ne se touchent que par leurs extrémités
et la tête de chaque cellule pilier externe vient s’encastrer sous celle d’une cellule pilier
interne. Quant aux cellules piliers externes, seuls leurs niveaux apical et basal sont en contact,
constituant sur la paroi externe du tunnel de Corti de véritables arcades par lesquelles le tunnel
communique largement avec les espaces de Nuel (Chèvremont, 1980).
Les cellules de Deiters
Les cellules de Deiters sont de véritables cellules de soutien pour les cellules sensorielles
externes (Coujard et Poirier, 1980). Ces cellules sont disposées en trois à cinq rangées le long
du canal cochléaire (Wheater et al., 2001). Leur cytoplasme contient un abondant réticulum
endoplasmique rugueux et leur corps se termine à l’apex par une cupule où viendront se loger
le pôle basal d’une cellule sensorielle externe et les terminaisons nerveuses correspondantes.
De la cupule part dans les espaces de Nuel un prolongement filiforme isolé correspondant
à un assemblage organisé de filaments d’actine et de microtubules identique à celui des
cellules piliers ; il se termine par une phalange aplatie surmontée d’une touffe de microvillosités
(Chèvremont, 1980; Raphael et Altschuler, 2003). Cette phalange aplatie, partie intégrante de
la membrane réticulaire, n’est pas en contact avec la cellule sensorielle externe pour laquelle
la cellule de Deiters fait office de soutien. En effet, le prolongement filiforme de la cellule de
Deiters est orienté obliquement en direction du mur latéral et de la partie apicale du canal
cochléaire (Lim, 1986).
Les cellules phalangées internes
Deux rangées de cellules phalangées internes entourent et supportent les cellules
sensorielles internes. Ces hautes cellules de soutien en forme de flacon séparent les cellules
sensorielles internes d’entre elles et des cellules piliers internes. Seule la rangée la plus interne
de cellules phalangées atteint la surface apicale de l’organe de Corti (Chèvremont, 1980; Krstic,
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1991).
2.2.2.4 Les cellules sensorielles
Les cellules sensorielles de l’organe de Corti sont les cellules responsables de la transduction
des ondes sonores en signaux électrochimiques. Ces cellules ne sont pas en contact avec la
membrane basilaire et présentent au niveau de leur pôle basal des terminaisons nerveuses
afférentes et efférentes (Chèvremont, 1980). Une plaque cuticulaire se situe au niveau de leur
pôle apical qui est la seule partie de la cellule à être en contact avec l’endolymphe ; le reste
de la cellule est localisé dans le compartiment cortilymphatique. De cette plaque cuticulaire,
constituée par des microfilaments d’actine à la polarité hétérogène, émergent au moins trois
rangées de microvillosités modifiées, les stéréocils, disposées par taille croissante. Les stéréocils
sont des projections de la membrane plasmique9 d’une épaisseur d’approximativement 250 nm
et dont le support mécanique est assuré par des microfilaments d’actine liés entre eux par des
protéines telle que la fimbrine (Bohne et Carr, 1985; Flock et Cheung, 1977; Pack et Slepecky,
1995; Sobin et Flock, 1983; Zine et al., 1995). Le kinocil, présent au pôle apical des cellules
sensorielles de l’appareil vestibulaire, est absent des cellules sensorielles auditives matures
(Furness et Hackney, 2006).
La caractéristique fondamentale des stéréocils des cellules sensorielles de l’oreille interne
est la présence de filaments extracellulaires qui les lient entre eux : de nombreux liens latéraux
ou "lateral-links" ainsi que des liens apicaux ou "tip-links", soupçonnés d’être directement
impliqués dans la mécano-transduction (Hackney et Furness, 2013; Pickles et al., 1984)(Figure
7.
Les "lateral-links" sont des liaisons entre stéréocils voisins. Ils sont responsables de la
cohésion de l’ensemble de stéréocils permettant ainsi un mouvement homogène de la touffe.
Ceci a pour effet de maximiser la transduction mécano-électrique de la cellule (Kozlov et al.,
2007). Ces "lateral-links" sont classés en fonction de leur emplacement le long des stéréocils.
Ainsi, sont distingués les "top-connectors", les "shaft-connectors", les "ankle-links" et, lorsque
le kinocil est présent, les "kinociliary-links". Leur répartition ainsi que leur composition sont
9La longueur des stéréocils varie d’une espèce à l’autre et selon un gradient cochléaire base-apex ; elle dépend
de la fréquence des ondes sonores détectées (Pujol et al., 1998).
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FIGURE 7 – Représentation des
stéréocils des cellules senso-
rielles et de la disposition des
"lateral-links" (en bleu et en
orange) et des "tip-links" (en
rouge). Repris depuis le site
web Voyage au centre de l’au-
dition (2016).
sujettes à variation en fonction du type de cellule sensorielle, de sa localisation au sein de
l’épithélium ainsi que de son stade de développement (Furness et Hackney, 2006; Hackney
et Furness, 2013). Parmi les molécules qui composent les "lateral-links", la stéréociline est
la plus connue (Verpy et al., 2001, 2011). D’autres protéines participent également à leur
formation telles que PTPRQ (Protein Tyrosine Phosphatase Receptor Type Q), VLGR1 (Very
Large G-protein-coupled Receptor), l’usherine, la protocadhérine 15 ou encore la cadhérine 23
(Hackney et Furness, 2013; McGee et al., 2006; Michalski et al., 2007; Michel et al., 2005;
Nayak et al., 2011; Senften, 2006).
Découvert en 1984 par Pickles (Pickles et al., 1984), les "tip-links" sont des liaisons entre la
pointe apicale d’un stéréocil et un stéréocil de taille supérieure de la rangée adjacente. Ces liens
seraient composés par des dimères de protocadhérine 15 associés en hélice ainsi que par des
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dimères de cadhérine 23 également associés en hélice (Kazmierczak et al., 2007). Observées en
microscopie électronique à transmission, les points d’ancrage des "tip-links" sur les stéréocils
apparaissent denses aux électrons. Ces points d’ancrage sont constitués par des protéines telles
que la calmoduline, la whirline, la myosine 1c, la myosine XVa, la myosine VIIa, la twinfiline,
Eps8 (Epidermal growth factor receptor kinase substrate 8), Ush1g10 (Usher syndrome type-1G
protein) et l’harmonine-b (Belyantseva et al., 2003; Delprat et al., 2005; Furness et al., 2002;
Grillet et al., 2009; Hackney et Furness, 2013; Rzadzinska et al., 2009; Steyger et al., 1998;
Zampini et al., 2011) (Figure 8).
FIGURE 8 – Représentation des "tip-links" des cellules sensorielles. A :
photographie en microscopie électronique à transmission de la position d’un
"tip-link" au sommet d’un stéréocil. Barre : 0,2 µm. B : Schéma illustrant la
composition moléculaire d’un "tip-link". Repris et modifié depuis Fettiplace et
Hackney (2006).
Plusieurs études ont suggéré la présence de canaux de transduction mécano-électriques
à proximité des points d’ancrage localisés à l’extrémité apicale des rangées de stéréocils les
plus courts. Les canaux de transduction mécano-électriques sont en partie formés par les
protéines transmembranaires TMC1/2 (Transmembrane channel-like protein - 1 / -2) associées
à CIB2 (Giese et al., 2017; Pan et al., 2013). Des études effectuées en microscopie électronique
à transmission et utilisant une méthode de détection indirecte, ont localisé ces canaux de
10Également nommée SANS (Scaffold protein containing ankyrin repeats and SAM domain)
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transduction mécano-électriques à une distance comprise entre 50 et 100 nm par rapport
aux points d’ancrage des "tip-links" (Furness et al., 1996; Hackney et al., 1992; Hackney et
Furness, 2013). Des études électrophysiologiques ainsi qu’une imagerie calcique à haute vitesse
semblent indiquer la présence d’un ou deux canaux de transduction mécano-électriques par
stéréocils (Beurg et al., 2006, 2009).
Durant le développement des cellules sensorielles, l’apparition des "tip-links" concorde
avec l’émergence de la transduction (Géléoc et Holt, 2003). Il a également été montré que
la destruction des "tip-links" abolissait la transduction et que celle-ci n’était rétablie qu’une fois
ces liens régénérés (Assad et al., 1991; Zhao et al., 1996). De plus, de récentes études suggèrent
que TMC1/2 interagiraient avec la protocadhérine 15 des "tip-links" (Maeda et al., 2014). Cet
ensemble de données fournissent ainsi de sérieux indices associant les "tip-links" et l’ouverture
des canaux de transduction mécano-électriques (Hackney et Furness, 2013).
Les cellules sensorielles internes
Au nombre d’environ 3500 chez l’Homme, les cellules sensorielles internes sont piriformes,
possèdent un noyau en position centrale et sont réparties sur une seule rangée le long du canal
cochléaire, au-dessus de la zone arquée de la membrane basilaire (Figure 9). Leurs stéréocils
forment une courbe très ouverte à concavité tournée en dedans vers la columelle (Figure 10).
Les faces latérales des cellules sensorielles sont en contact avec les cellules phalangées internes ;
elle sont également en contact avec les cellules piliers internes au niveau de leur pôle apical.
Une fois mature, ces cellules ne présentent ni jonction communicante ni desmosome11
(Gulley et Reese, 1976). La base des cellules sensorielles internes est entourée par environ une
dizaine de complexes synaptiques constitués par les dendrites afférentes des fibres auditives,
elles-mêmes contactées par des terminaisons efférentes. Ces fibres nerveuses pénètrent dans
l’organe de Corti par l’habenula perforata (Chèvremont, 1980; Coujard et Poirier, 1980).
Les synapses entre les cellules sensorielles internes et les fibres afférentes sont caractérisées
par un corps présynaptique : le ruban synaptique. Ce dernier apparaît dense aux électrons
en microscopie électronique à transmission et est entouré par des vésicules contenant le
11Ceci est en accord avec l’absence de cytokératine, fait inhabituel pour des cellules épithéliales (Anniko et al.,
1987; Kuijpers et al., 1992).
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FIGURE 9 – Réprésentation de la cellule sensorielle interne et de ses cellules
voisines. Repris et modifié depuis Lim (1986).
neurotransmetteur, probablement du glutamate (Raphael et Altschuler, 2003; Safieddine et al.,
2012).
Les cellules sensorielles externes
Les cellules sensorielles externes sont réparties sur 3 rangées12 et sont donc plus
nombreuses que les cellules sensorielles internes (approximativement 12000 chez l’Homme)
(Figure 11). Elles sont de forme cylindrique, présentent un noyau arrondi en position basale,
un grand nombre de mitochondries alignées le long de leur membrane latérale et possèdent
3 ou 4 rangées de stéréocils disposés en W dont les pointes sont orientées vers le mur latéral
(Chèvremont, 1980; Coujard et Poirier, 1980; Raphael et Altschuler, 2003) (Figure 10). Leur
12Excepté chez les animaux à l’audition spécialisée dans les basses fréquences : les cellules sensorielles externes
sont absentes au niveau apical du canal cochléaire (Raphael et al., 1991).
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FIGURE 10 – Réprésentation des cellules sensorielles et de la disposition de
leurs stéréocils. 1 : noyau, 2 : stéréocils, 3 : plaque cuticulaire, 4 : fibre
nerveuse (neurone de type I), 5 : efférence latérale, 6 : efférence médiane,
7 : fibre nerveuse (neurone de type II). Repris depuis le site web Voyage au
centre de l’audition (2016).
FIGURE 11 – Photographie en microscopie électronique à balayage de la
surface de l’organe de Corti. Repris depuis le site web du laboratoire du Dr
Robert Harrison (2021). Barre : 2 µm.
taille varie selon un gradient croissant de la base vers l’apex du canal cochléaire. Comme dans
les cellules sensorielles internes, les filaments intermédiaires telles les cytokératines semblent
absents des cellules sensorielles externes (Anniko et al., 1987). Sous leur membrane latérale,
un cytosquelette composé par un réseau de filaments d’actine et de spectrine est intercalé
entre une ou plusieurs rangées de saccules ou citernes qui partagent des caractéristiques
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communes au réticulum endoplasmique et à l’appareil de Golgi (Holley et Ashmore, 1990;
Holley et al., 1992; Pollice et Brownell, 1993) (Figure 12). Dans l’espace sous-cuticulaire, des
saccules membranaires, disposés de manière concentrique et entourés par des mitochondries,
sont observés : ce sont les corps de Hensen (Lim, 1986). Le pôle basal des cellules sensorielles,
qui repose dans la cupule formée par la cellule de Deiters sous-jacente, est connectée par de
larges terminaisons provenant du système efférent médian. Entre ces synapses efférentes se
glissent un ou deux petits boutons dendritiques d’une fibre afférente.
La propriété physiologique majeure des cellules sensorielles externes est l’électromotilité.
Cette propriété contractile originale est un mécanisme rapide résultant de la dépolarisation de
la cellule sensorielle. Cette dépolarisation entraîne la modification de la conformation d’une
protéine transmembranaire, la prestine, qui joue ainsi le rôle de protéine motrice (Brownell
et al., 1985; Davis, 1983; Pujol, 1990; Zheng et al., 2000).
2.2.2.5 Cellules et structures adjacentes à l’organe de Corti
De part et d’autre de l’organe de Corti se trouvent le sillon interne et le sillon externe (Figure
6). Le sillon interne est recouvert par un épithélium cubique ou aplati. Une seule rangée de
hautes cellules bordantes sépare l’organe de l’audition du sillon interne. Ces cellules présentent
de nombreuses microvillosités au niveau de leur pôle apical (Chèvremont, 1980).
Le limbe spiral, situé dans la partie médullaire du sillon interne, est revêtu par un épithélium
de cellules cylindriques, les cellules interdentales. Celles-ci ne forment de revêtement continu
que dans leur zone apicale ; leur pôle basal s’insère dans le chorion sous-jacent formant des
saillies nommées dents de Huschke (Coujard et Poirier, 1980). Ces cellules possèdent une
membrane apicale épaissie en contact avec la membrane tectoriale, un noyau en position
centrale et un cytoplasme contenant une zone golgienne importante ; de nombreuses vésicules
se constituent dans cette zone et semblent transférer le matériel sécrétoire par la membrane
apicale dans la membrane tectoriale (Chèvremont, 1980).
La membrane tectoriale est une structure fibreuse, géliforme et acellulaire, composée par
différents types de collagènes ainsi que par des polypeptides glycosylés (Richardson et al.,
1987; Slepecky et al., 1992). Sa largeur ainsi que son épaisseur augmentent en suivant le
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FIGURE 12 – Représentation de la cellule sensorielle externe.
Repris et modifié depuis Lim (1986).
gradient base-apex du canal cochléaire (Dulguerov et Remacle, 2005). Cette structure est
histologiquement divisée en trois couches et seule sa partie externe, nommée membrane de
Kimura, est en contact avec le pôle apical des cellules de l’organe de Corti. Il semble néanmoins
que seuls les stéréocils les plus longs des cellules sensorielles externes lui soient liés. Notons
également que la membrane tectoriale est perforée de fins canalicules qui serviraient à la
circulation de l’endolymphe (Lim, 1972; Steel, 1983).
| 25
L’oreille interne DESCRIPTION MORPHOLOGIQUE
Le sillon externe est composé de plusieurs types cellulaires distincts. Les premières cellules
bordant l’organe de Corti du côté externe sont les cellules tectales supportées par les cellules
sous-tectales qui sont en contact avec la membrane basale (Malgrange et al., 2002; Rueda et al.,
1993). À l’extérieur des cellules tectales et sous-tectales se trouvent les cellules de Hensen.
Disposées sur quelques rangées, elles sont hautes et volumineuses et possèdent un noyau rond
en position moyenne. Leur surface ne présente que quelques petites microvillosités. Dans la
partie basale du canal cochléaire, des cellules de forme cubique, les cellules de Böttcher, sont
recouvertes et séparées de la lumière du canal cochléaire par les cellules de Hensen ainsi que
par les cellules de Claudius13. Ces dernières sont également de forme cubique et au cytoplasme
moins riche en organites que les cellules de Böttcher (Cloes et al., 2013; Roth et Bruns, 1992b).
2.2.2.6 Le ganglion spiralé et l’innervation de l’organe de Corti
Le ganglion spiralé est le premier relais de l’information auditive en provenance des cellules
sensorielles. Localisé au sein du canal de Rosenthal, un espace en forme de spirale dans la
columelle, il est composé par deux types de neurones. Les neurones de type I sont des cellules
bipolaires à soma volumineux, au cytoplasme riche en organites, et représentent 90 à 95% de
l’ensemble des neurones du ganglion spiralé. Ces neurones sont myélinisés et, fait inhabituel,
cette myélinisation s’étend au corps cellulaire ainsi qu’à la racine de la dendrite. Plus petits que
les neurones de type I, les neurones de type II sont bipolaires ou pseudo-unipolaires et ne sont
pas myélinisés (Coate et Kelley, 2013; Kiang et al., 1982; Moralee, 1996; Spoendlin, 1969).
Des cellules gliales telles que les cellules de Schwann et les cellules satellites sont étroitement
associées aux neurones du ganglion spiralé (Lang et al., 2011).
Deux catégories de fibres nerveuses se terminent au niveau de l’organe de Corti : des
fibres afférentes sensorielles et des fibres efférentes effectrices. Les premières, au nombre
d’approximativement 50000 chez l’Homme, correspondent aux terminaisons dendritiques des
neurones du ganglion spiralé (Coujard et Poirier, 1980). Chaque neurone de type I, dont
la gaine de myéline disparaît juste avant le passage des fibres par l’habeluna perforata, est
connecté de façon spécifique à une cellule sensorielle interne unique. Chaque cellule sensorielle
13Les cellules de Böttcher sont absentes de la partie apicale du canal cochléaire (Roth et Bruns, 1992b)
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FIGURE 13 – Représentation schématique de l’innervation de
l’organe de Corti. En vert, l’innervation afférente des cellules
sensorielles externes par les neurones de type II. En rouge,
l’innervation afférente des cellules sensorielles internes par les
neurones de type I. En orange, les innervations efférentes. Repris
et modifié depuis Graven et Browne (2008).
interne est connectée à environ une dizaine de neurones. Les neurones de type II du ganglion
spiralé, se ramifient pour innerver plusieurs cellules sensorielles externes après avoir effectué
un important trajet spiral dans le tunnel de Corti ou entre les cellules de Deiters (Berglund et
Ryugo, 1987). L’innervation varie quelque peu en fonction de l’espèce de mammifère étudiée
ainsi que le long de l’axe base-apex du canal cochléaire (Rubel et Fritzsch, 2002; Ryugo et al.,
1991). Les fibres efférentes, au nombre d’approximativement 500 chez l’Homme, se ramifient
abondamment pour prendre contact avec de nombreuses cellules sensorielles tant internes que
externes (Coujard et Poirier, 1980) (Figure 13).
Deux types de fibres efférentes sont également distinguées. D’une part, les fibres du système
efférent latéral issues de petits neurones de l’olive supérieure latérale qui contactent les fibres
afférentes des neurones de type I juste sous les cellules sensorielles internes ; et d’autre part, les
fibres du système efférent médian issues de neurones situés bilatéralement dans le complexe
olivaire supérieur médian qui innervent les cellules sensorielles externes (Malmierca et Ryugo,
2011; White et Warr, 1983).
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3.1 Notions préliminaires
3.1.1 Le son
Le son est une onde sinusoïdale, le plus souvent longitudinale, créée à l’origine par une
perturbation mécanique. La propagation de l’onde sonore est caractérisée par une vibration
des molécules du milieu14 autour de leurs positions d’équilibre : suite à la perturbation,
les molécules du milieu s’entrechoquent entre elles, subissant des micro-déplacements, et
transmettent la perturbation. L’onde sonore peut ainsi être représentée par une succession de
compressions et de dilatations des molécules du milieu ; il s’agit d’une propagation d’énergie
dans un milieu matériel sans transport de matière (Giancoli, 1993; Hudspeth, 2005; Lorenzi
et Chaix, 2011; Schoffeniels et Moonen, 1993).
Les sons peuvent être caractérisés par leur fréquence, leur intensité et leur pression sonore :
— La fréquence f d’une onde sonore détermine sa hauteur. Plus la fréquence est élevée,
plus le son est haut ou aigu. Mesurée en Hertz (Hz), la fréquence d’un son correspond
au nombre de vibrations par seconde d’un point du milieu dans lequel le son se propage
(Giancoli, 1993). L’oreille humaine est sensible à une plage de fréquences allant
approximativement de 20 Hz à 20 kHz. Les sons dont les fréquences se situent sous
20 Hz sont appelés infrasons et ceux qui se situent au-dessus de 20 kHz se nomment
des ultrasons (Lewis, 2004; Schoffeniels et Moonen, 1993). Il est à noter que certaines
que espèces de dauphins et de chauve-souris sont capables de détecter de très hautes
14Ce milieu peut être solide, liquide ou gazeux.
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fréquences, jusqu’à 150 kHz alors que très peu de systèmes auditifs non mammaliens
sont capables de détecter des sons possédant des fréquences supérieures à 10 kHz.
— L’intensité IL (Intensity Level) du son représente la quantité d’énergie passant à travers
une unité de surface par unité de temps. Les unités de l’intensité sont les W/m2. Mais
l’oreille humaine étant sensible à des intensités sonores allant de 10–12W/m2 à plus de
1 W/m2, les niveaux d’intensité sont exprimés en décibels (dB) plus aisée à appréhender
par la relation suivante :
IL= 10log10(I/I0) dB
Soit le logarithme décimal du rapport de l’intensité du son, I (en W/m2), à celle d’un
son de référence, I0, habituellement 1 × 10–12 W/m2 (Giancoli, 1993; Petit, 2009b).
Cette valeur de référence a été choisie parce qu’elle correspond à la valeur seuil de
perception auditive humaine aux fréquences de 1 à 3 kHz auxquelles l’acuité auditive
humaine est la plus élevée (Schoffeniels et Moonen, 1993).
— La pression sonore P, mesurée par des microphones, est représentée par sa valeur
physique en N/m2 ou Pa comme toute autre pression. En acoustique cependant, une
valeur relative est utilisée, le niveau de pression SPL (Sound Pressure Level) exprimé en
dB.




Avec I l’intensité du son (W/m2), P la pression acoustique (en N/m2), ρ la masse
volumique du milieu (en kg/m3) et C la célérité de propagation de l’onde (en m/s).












Soit le logarithme décimal du rapport de la pression du son incident, P (en N/m2), à




Un décibel correspond approximativement au plus petit changement d’intensité sonore
qu’un humain peut percevoir. Pour un son donné, les valeurs en dB IL et en dBSPL
sont identiques, mais en acoustique et dans la pratique courante, l’intensité des sons est
exprimée en dBSPL (Dulguerov et Remacle, 2005; Petit, 2009b).
Alors que la fréquence qui dépend de la source émettrice, reste inchangée, l’intensité ainsi
que la vitesse de propagation du son peuvent être modifiées par la nature du milieu. De plus,
chaque milieu possède une résistance au passage du son appelée impédance caractéristique
Zc. Il est possible d’estimer la valeur de l’impédance caractéristique d’un milieu par la relation
suivante :
Zc = ρ ∗C
Où Zc est l’impédance caractéristique (en kg/m.s), ρ la masse volumique du milieu (en
kg/m3) et C la célérité de propagation de l’onde (en m/s) (Lorenzi et Chaix, 2011). Cette
relation montre que plus l’impédance caractéristique d’un milieu est élevée, plus la vitesse de








Démontrant ainsi que plus l’impédance caractéristique du milieu traversé est forte, plus
l’intensité sonore diminue (Petit, 2009b).
3.1.2 Une définition de l’audition
La nature du stimulus sonore ne suffit pas à définir l’audition. De plus, donner une définition
à l’audition dans le monde animal n’est pas une chose aisée. La frontière entre détection
sismique et détection des sons est parfois assez floue (Lewis, 2004; Ossiannilsson, 1949, dans
Hill, 2009). En effet, la détection et la distinction des vibrations du milieu par des organes
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sensoriels superficiels doivent-elles être considérées comme de l’audition ?
Un consensus existe néanmoins et l’audition peut être définie comme étant la possibilité
de décomposer un signal périodique complexe d’ondes de pression d’une intensité de moins
de 100 dBSPL en ses fréquences élémentaires par un organe sensoriel de l’audition et pouvant
entraîner ainsi une réponse physiologique et/ou comportementale (Lewis, 2004; Petit, 2009a).
Par cette définition, l’audition est présente chez tous les vertébrés (à l’exception des agnathes)
et chez certaines sous-classes de l’embranchement des euarthropodes (Fay, 1988).
3.2 Fonctionnement de l’audition chez les mammifères
Les structures de l’oreille externe permettent le cheminement de l’onde sonore vers le
tympan ainsi qu’une certaine amplification des sons en fonction de leur fréquence15 (Fischer
et Schäfer, 1991). Le tympan reçoit les vibrations acoustiques et les transmet à la chaîne des
osselets de l’oreille moyenne. Cette dernière joue un rôle important dans la transmission de
l’information sonore : l’effet de levier assuré par les trois osselets ainsi que la pression sonore
reportée de la surface relativement étendue du tympan sur la surface beaucoup plus petite
de la fenêtre ovale permettent à l’oreille moyenne d’adapter la faible impédance du milieu
aérien ambiant à l’impédance plus élevée du milieu liquide de l’oreille interne. L’amplification
réalisée par ces mécanismes varie en fonction de la fréquence de l’onde sonore incidente et
peut atteindre, chez l’Homme, 27 dBSPL à la fréquence de 1 kHz (Rondal et Seron, 2000).
Les vibrations de la platine de l’étrier dans la fenêtre ovale génèrent au niveau de la
périlymphe une onde de pression capable de se propager dans les fluides de l’oreille interne,
entraînant également un mouvement compensatoire quasiment instantané de la fenêtre ronde.
Les déplacements liquidiens induits par cette onde de pression fournissent l’énergie nécessaire
aux déplacements vibratoires de la membrane basilaire (Von Békésy, 1960; Dulguerov et
Remacle, 2005; Olson, 1999).
A chaque mouvement de la membrane basilaire, les stéréocils des cellules sensorielles
externes implantés dans la membrane tectoriale sont déplacés horizontalement, entraînant
ainsi l’ouverture des canaux de transduction et l’entrée des ions K+ et Ca2+ à l’intérieur des
15Chez l’Homme, jusqu’à 15 dBSPL autour de 3000 Hz (Dulguerov et Remacle, 2005).
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FIGURE 14 – Représentation schématique de la dépolarisation
d’une cellule sensorielle. A vers B : la déflexion de la
touffe stéréociliaire dans la direction des stéréocils les
plus longs permet l’ouverture des canaux de transduction
mécano-électriques. Cette dernière entraîne alors l’entrée
d’ions K + qui dépolarisent la cellule provoquant l’ouverture
des canaux calciques voltage-dépendants présents à la surface
baso-latérale des cellules sensorielles. L’afflux de calcium
déclenche alors la libération du neurotransmetteur par
exocytose dans la fente synaptique. Repris et modifié depuis
Purves et al. (2001).
cellules16 (Hackney et Furness, 2013). Grâce à leur propriété électromotile, la dépolarisation
des cellules sensorielles externes entraîne leur contraction (Brownell et al., 1985). Ces
contractions sont responsables d’une amplification de la vibration permettant alors la
mobilisation des stéréocils des cellules sensorielles internes qui entrent en contact avec une
zone de la membrane tectoriale nommée bande de Hensen. À leur tour dépolarisées, les cellules
16Des ions Na+ et Mg2+ peuvent également passer par les canaux de transduction mécano-électriques malgré
leur faible concentration dans l’endolymphe (Hackney et Furness, 2013).
| 33
Fonctionnement de l’audition chez les mammifères AUDITION
sensorielles internes libèrent du glutamate dans les fentes synaptiques, permettant ainsi la
création d’un potentiel d’action dans les neurones de type I du ganglion spiral qui leur sont
connectés (Dulguerov et Remacle, 2005; Purves et Coquery, 2005; Raphael et Altschuler, 2003)
(Figure 14) .
FIGURE 15 – Représentation schéma-
tique de la voie auditive primaire.
Repris depuis le site web Voyage au
centre de l’audition (2016).
À l’instar des autres modalités sensorielles, l’audition possède une voie et des centres
primaires totalement dédiés à cette fonction, ainsi que des voies dites non primaires où
convergent l’ensemble des modalités sensorielles (Purves et al., 2001). Dans la voie auditive
primaire, le nerf auditif, constitué par les axones des neurones de type I, entre dans le tronc
cérébral où un premier relais est effectué au niveau des noyaux cochléaires. La voie primaire
croise ensuite la ligne médiane pour monter au cerveau : elle relaie dans l’olive supérieure, le
colliculus inférieur et enfin le thalamus (dans le corps genouillé médian) avant d’aboutir au
cortex auditif primaire situé dans la circonvolution de Heschl (Bear et al., 2007) (Figure 15).
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3.2.1 La tonotopie cochléaire
Au sein de la cochlée, la localisation de la transduction d’un son est déterminée en
fonction de sa fréquence. Cette distribution fréquentielle se nomme la tonotopie cochléaire.
Cette tonotopie cochléaire est rendue possible grâce à deux mécanismes : un mécanisme passif
et un mécanisme actif.
Mécanisme passif
Comme décrit dans le chapitre consacré à la description morphologique du canal cochléaire
(voir 2.2.2.1), il existe, le long de l’axe base-apex, une variation continue des dimensions
des différentes structures. La membrane basilaire notamment, est épaisse et étroite à la base ;
vers l’apex, elle devient plus fine et plus large. Elle possède ainsi des propriétés mécaniques
différentes : sa rigidité décroit de la base à l’apex de la cochlée. Cette différence structurelle
permettrait à la membrane basilaire de jouer le rôle d’analyseur fréquentiel. En effet, l’onde de
pression générée par un son se propage le long de la membrane basilaire selon l’axe base-apex.
Pour les sons de hautes fréquences, la vibration de la membrane basilaire est maximale au
niveau basal de la cochlée tandis que pour les sons de basses fréquences, cette vibration est
maximale au niveau apical de la cochlée (Von Békésy, 1960) (Figure 16).
D’autres gradients anatomiques tels que la taille des cellules sensorielles externes ou encore
la taille des stéréocils contribuent certainement à la sélectivité fréquentielle de l’organe de Corti
(Dulguerov et Remacle, 2005).
Mécanisme actif
La tonotopie passive est néanmoins insuffisante pour expliquer l’excellente discrimination
des fréquences par la cochlée. Les contractions des cellules sensorielles externes électromotiles
permettent d’amplifier d’environ 50 dB les vibrations d’une portion très étroite de la membrane
basilaire (Figure 17). Grâce au couplage entre les cellules sensorielles externes et les structures
adjacentes, cette amplification sera répercutée sur les cellules sensorielles internes, aux
fréquences correspondantes, par l’intermédiaire de la membrane tectoriale (Figure 18). Ainsi,
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FIGURE 16 – Représentation schématique de la tonotopie cochléaire induite
par la membrane basilaire. La position du maximum d’amplitude de l’onde
propagée dépend de la fréquence du son : pour les aigus il sera près de la base
de la cochlée et pour des sons graves vers son apex. À droite, la répartition des
fréquences sur une membrane basilaire humaine. Repris et modifié depuis le
site web Voyage au centre de l’audition (2016).
deux fréquences très proches peuvent donc activer deux zones distinctes de la cochlée
permettant ainsi de les distinguer l’une de l’autre (Pujol, 1990). Une modulation de cette
amplification induite par la capacité d’électromotilité des cellules sensorielles externes est
réalisée par le système efférent médian. Celui-ci, par l’intermédiaire de récepteurs nicotiniques
de l’acétylcholine situés à la base des cellules sensorielles externes, est capable de provoquer
l’hyperpolarisation de ces dernières. Cette hyperpolarisation induit alors une réduction de
l’électromotilité des cellules sensorielles externes (Elgoyhen et Franchini, 2011; He et Dallos,
1999; Lamas et al., 2015).
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FIGURE 17 – Illustration du mécanisme actif de l’audition. Les contractions des
cellules sensorielles externes permettent une amplification d’environ 50dB des
vibrations d’une portion très étroite de la membrane basilaire. Repris depuis
le site web Voyage au centre de l’audition (2016).
FIGURE 18 – Représentation graphique de la motilité des cellules sensorielles
externes. A : la déflexion des stéréocils des cellules sensorielles externes
provoque la dépolarisation de celles-ci ayant pour effet de déplacer les
ions Cl- liés à la prestine vers le cytoplasme de la cellule. Ce déplacement
entraîne alors un changement de conformation de la prestine qui aura
comme effet une contraction de la cellule. B : la contraction coordonnée
des cellules sensorielles externes entraîne une modification temporaire dans




4 | Développement de l’organe de
l’audition
La formation de l’organe de l’audition est certainement l’un des plus remarquables
événements de l’organogenèse des vertébrés (Barald et Kelley, 2004). Néanmoins, après plus
d’un siècle d’étude et malgré les avancées de cette dernière décennie, force est de constater
que notre connaissance des mécanismes morphologiques et cellulaires qui sous-tendent son
développement reste encore limitée.
4.1 L’oreille interne
Le premier signe visible du développement de l’oreille interne est l’apparition de la placode
otique aux alentours de la moitié du huitième jour embryonnaire (E8.5) chez la souris (Rubel,
1978; Sher, 1971). Cet épaississement de l’ectoderme, situé près des rhombomères 5 et 6, se
forme sous l’influence de signaux inducteurs provenant du rhombencéphale, de l’ectoderme et
du mésoderme crânien (Fritzsch, 1996; Noramly et Grainger, 2002; Solomon et Fritz, 2002).
La placode otique va s’invaginer pour former la cupule otique (Figure 19).
Aux environs de E9.5 chez la souris, la cupule otique va s’isoler de la surface pour devenir
un simple sac épithélial nommé vésicule otique ou otocyste (Barald et Kelley, 2004; Represa
et al., 1990). Suite à la formation de la vésicule otique, des neuroblastes émigrent de sa
région antéro-ventrale et se différencient en cellules ganglionnaires. Elles forment alors le
ganglion stato-acoustique, également appelé ganglion cochléo-vestibulaire (GCV) (Barald et
Kelley, 2004; D’Amico-Martel et Noden, 1983; Torres et Giráldez, 1998; Van Laer et al., 2001).
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FIGURE 19 – Représentation schématique du développement de l’oreille
interne depuis l’invagination de la placode otique jusqu’à la formation de la
vésicule otique. CVG : ganglion cochléo-vestibulaire, D : dorsal, M : médial.
Repris et modifié depuis Wu et Sandell (2016).
Ultérieurement, celui-ci sera scindé en deux structures distinctes : le ganglion vestibulaire
ou ganglion de Scarpa et le ganglion cochléaire ou ganglion spiralé. Excepté deux types
cellulaires, tous les composants cellulaires épithéliaux et ganglionnaires de l’oreille interne
proviennent de la placode otique et possèdent donc une origine ectodermique (Pirvola et al.,
2004). Les mélanoblastes, futurs mélanocytes de la strie vasculaire et des régions des cellules
sombres vestibulaires, ainsi que les cellules gliales des ganglions cochléaire et vestibulaire
proviendraient en effet de cellules dérivant des crêtes neurales (Breuskin et al., 2010; Douarin,
1980; Mao et al., 2014; Torres et Giráldez, 1998).
Durant le développement, la morphologie de la vésicule otique va changer. Depuis
l’apparence d’un simple sac épithélial, celle-ci va évoluer en une structure élaborée remplie
de liquide, le labyrinthe membraneux (Barald et Kelley, 2004). Dans le même temps, l’oreille
interne en développement va également recruter le mésenchyme environnant afin que celui-ci
forme le labyrinthe osseux qui engaine le labyrinthe membraneux (Pirvola et al., 2004).
4.2 La cochlée et le canal cochléaire
Aux alentours de E11 chez la souris, le canal cochléaire peut déjà être identifié comme
une évagination de la région ventro-médiane de la vésicule otique17 (Hensen, 1863; Kelley
et Bianchi, 2001; Morsli et al., 1998). À partir de E12.5, le canal cochléaire en formation
17L’appareil vestibulaire émane quant à lui de la partie dorsale de la vésicule otique (Swanson et al., 1990).
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entame la spirale qui formera la cochlée. À cette période, des différences dans la composition
épithéliale des faces dorsale et ventrale du canal cochléaire sont déjà visibles (Anniko, 1983;
Lim et Anniko, 1985) : la face ventrale destinée à devenir la membrane de Reissner, présente 2 à
3 couches de noyaux cellulaires tandis que la face dorsale quant à elle, en compte 5 à 6 (Anniko,
1983; Kikuchi et Hilding, 1965; Lim et Anniko, 1985; Retzius, 1884; Sher, 1971). Au sein de
cette face dorsale, des protéines telles que Sox2 (Sex determining region Y box 2), Jag1 (Jagged
Canonical Notch Ligand 1), Bmp4 (Bone Morphogenetic Protein 4) et Wnt (Proto-oncogene Wnt
(Wingless & Integration Site)) sont alors exprimées de manière localisée et vont jouer un rôle
prépondérant dans l’établissement d’un domaine prosensoriel, zone de l’épithélium destinée à
devenir l’organe de Corti (Iizuka-Kogo, 2018).
La voie de signalisation Wnt
La voie de signalisation Wnt est une des voies majeures de signalisation dans le
développement embryonnaire et l’homéostasie des tissus adultes. Les Wnt sont une famille
de 19 glycoprotéines sécrétées qui signalent principalement par l’intermédiaire des récepteurs
à sept domaines transmembranaires de la famille Frizzled (Fzd) (Clevers, 2006). Cette
association est au carrefour de trois catégories de la voie de signalisation : la voie Wnt
canonique ou Wnt/caténine-β , la voie PCP (Planar Cell Polarity) et la voie calcique 18.
Dans la voie de signalisation Wnt canonique, lorsque celle-ci est inactive, la caténine-β
synthétisée dans le cytoplasme est dégradée par l’action d’un complexe composé des protéines
d’échafaudage axine, APC (Adenomatous Polyposis Coli), ainsi que par des kinases Ck1 (Casein
Kinase 1) et Gsk3β (Glycogen Synthase Kinase 3 β). Ce complexe se lie à la caténine-β , que
Ck1 et Gsk3β phosphorylent. La caténine-β phosphorylée est alors reconnue par l’ubiquitine
ligase β-TrCP (β-Transducin Repeat Containing Protein) et dégradée par le protéasome. En
l’absence de caténine-β , les gènes cibles de la voie Wnt sont réprimés par les facteurs de
transcription de la famille Tcf/Lef (T Cell Factor/Lymphoid Enhancer Factor) liés à Groucho/Tle
(Groucho/Transducin-Like Enhancer of Split) (Patel et al., 2019; Plouhinec et Taelman, 2011).
L’interaction du ligand Wnt avec les récepteurs Lrp5/6 (Low Density Lipoprotein Receptor
18Il existe également une voie canonique divergente, indépendante de la caténine-β , agissant principalement
sur la stabilité des microtubules (Krylova et al., 2000)
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Related Protein 5/6) et Frizzled entraîne le recrutement par ces récepteurs des protéines axine
et Gsk3β et l’inhibition de l’activité du complexe de destruction. La caténine-β , qui n’est plus
phosphorylée ni dégradée, s’accumule alors dans le cytoplasme de la cellule et transloque dans
le noyau. Elle forme alors un complexe avec les facteurs de transcription Tcf/Lef et active les
gènes cibles de la voie Wnt (20) (Patel et al., 2019; Plouhinec et Taelman, 2011).
FIGURE 20 – Représentation graphique de la voie de signalisation Wnt
canonique. À gauche, lorsque la voie est inactive, la caténine-β est amenée
à être dégradée par le protéasome. À droite, dans la voie Wnt activée, la
caténine-β transloque dans le noyau et forme un complexe avec TCF/LEF,
activant les gènes cibles de la voie de signalisation. Repris depuis Patel et al.
(2019).
Au sein de la voie de signalisation Wnt non-canonique ou voie PCP, Wnt se fixe sur Fzd,
activant Dvl qui va former des complexes avec RhoA (Ras homolog family member A) ou Rac1
(Ras-related C3 botulinum toxin substrate 1) et la kinase JNK (Jun N-terminal Kinase) pour
stabiliser le cytosquelette d’actine ainsi que le réseau de microtubules (Komiya et Habas, 2008).
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4.2.1 Le domaine prosensoriel
À partir de E12.5, l’épithélium pseudostratifié situé en position ventrale du canal cochléaire
prend le nom d’organe de Kölliker19 (Kelley, 2007). C’est également à partir de ce stade que le
facteur de transcription Sox2 y restreint son expression20 (Kiernan et al., 2005b; Neves et al.,
2013). C’est au sein de la zone d’expression de ce facteur de transcription que se développera
l’organe de l’audition.
L’expression de Sox2 dans l’organe de Kölliker pourrait être influencée par le mécanisme
d’induction latérale initiée par la voie Notch. En effet, Jag1, un ligand du récepteur
transmembranaire Notch, est exprimé dans la partie médullaire du canal cochléaire en
formation et semble requis pour le maintien de l’expression de Sox2 (Kiernan et al., 2006;
Kiernan, 2013).
La limite externe du domaine prosensoriel est défini par l’expression de Bmp4, une
importante protéine morphogénétique (Ohyama et al., 2010) (Figure 4.3). La limite interne
du domaine prosensoriel serait quant à elle établie par la voie Wnt21 qui antagoniserait
l’activité de Bmp4, ainsi que l’ont suggéré Munnamalai et ses collaborateurs en neutralisant
pharmacologiquement l’action de Gsk3β (2016).
La voie de signalisation Notch
La voie de signalisation Notch est une signalisation relativement simple, de type juxtacrine,
entre deux cellules adjacentes (Sjöqvist et Andersson, 2017). Elle régule de nombreux
processus biologiques, tels que des décisions de destin cellulaire,de prolifération, d’apoptose
et de différenciation cellulaire. Chez les mammifères, quatre récepteurs Notch sont identifiés
(Notch 1-4) et leurs ligands sont divisés en deux catégories : Delta-like (Dll1, Dll3 et Dll4) et
Jagged (Jag1 et Jag2) (Mašek et Andersson, 2017). Plusieurs facteurs influencent la force du
signal : le contexte cellulaire, le stade de développement, le type de récepteur et/ou de ligand
19L’organe de Kölliker n’existe que durant les stades prénataux (Kelley, 2007).
20L’ensemble des domaines prosensoriels de l’oreille interne en développement expriment le facteur de
transcription Sox2 (Neves et al., 2013).
21Au sein de l’organe de Kölliker, plusieurs protéines telles que Wnt5a, Wnt7a et Wnt7b sont exprimées (Qian
et al., 2007; Bohnenpoll et al., 2014).
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(Gama-Norton et al., 2015). Dans la voie canonique, la liaison du ligand et de son récepteur
induira le clivage du domaine intracellulaire de la protéine NICD (Notch IntraCellular Domain)
sous l’action d’une γ-secretase. NICD transloquera alors dans le noyau pour y activer les gènes
cibles de la voie de signalisation en formant un complexe avec CSL (CBF1/RBPJ/mammal;
Suppressor of Hairless/fly; and Lag-1/nematode) (Kiernan, 2013). Le mécanisme d’induction
latérale engendré par Jag1 / Notch est un processus dans lequel la voie de signalisation
induit les cellules voisines d’un même pool à adopter un destin cellulaire commun (Sjöqvist
et Andersson, 2017). L’inhibition latérale engendrée par la voie de signalisation Notch est le
phénomène dans lequel une cellule signale à sa voisine l’adoption d’un destin différent (voir
4.3).
4.2.2 La zone de non-prolifération cellulaire
Une fois le domaine prosensoriel du canal cochléaire déterminé, une étape importante a
lieu. Il s’agit de la sortie du cycle cellulaire des cellules qui composent le domaine prosensoriel.
Par des injections de thymidine tritiée chez la souris, Ruben (1967) a montré qu’à partir de E13,
un groupe de cellules, situées approximativement au centre de l’axe médullo-strial de la face
dorsale du canal cochléaire, devient post-mitotique selon un gradient apex-basal. Cette zone
de cellules post-mitotiques, qui se caractérisent morphologiquement par leur noyau situé en
position basale (Kelley, 2007), atteint la base du canal cochléaire vers E14.5 (Lee et al., 2006b;
Ruben, 1967). Cette région de cellules post-mitotiques comprend le domaine prosensoriel
(Kelley et al., 1993).
Chen et Segil (1999) ont observé l’expression de p27kip1 au sein des cellules du domaine
prosensoriel. p27kip1 est un inhibiteur de kinase cycline-dépendante faisant partie de la famille
CIP/KIP (CDK interacting protein/Kinase inhibitory protein) et peut entraîner un arrêt de la
prolifération en phase G1 du cycle cellulaire en inhibant les complexes cyclines/CDK (Cyclin-
Dependent Kinase) dont l’activité kinase est requise pour la progression dans le cycle cellulaire
(Besson, 2007).
Chez la souris entre E12,5 et E14,5, une bande de cellules situées au sein de l’épithélium
dorsal du canal cochléaire devient p27kip1 positive et ce, parallèlement ou précédant de peu
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la sortie de leur cycle cellulaire (Chen et Segil, 1999; Lee et al., 2006b). Cette bande de
cellules se trouve à l’endroit du futur organe de Corti et correspond à la région de cellules
post-mitotiques observée par Ruben 1967. Cette zone est nommée zone de non-prolifération
cellulaire (Zone of Non-Proliferating Cells, ZNPC) (Chen et Segil, 1999). Dans la cochlée des
souris invalidées pour p27kip1, des mitoses sont toujours observées au sein de l’organe de Corti
au-delà de la période normale de prolifération cellulaire. Une augmentation du nombre de
cellules sensorielles et de cellules de soutien est également observée. p27kip1 joue donc un rôle
essentiel dans la limitation du nombre de progéniteurs post-mitotiques qui se différencieront
en cellules sensorielles et en cellules de soutien (Lee et al., 2006b). L’apparition de l’expression
de p27kip1, précédant les premiers signes de différenciation des cellules sensorielles, ferait de
cet inhibiteur de kinase cycline-dépendante l’un des véritables premiers marqueurs spécifiques
du domaine prosensoriel22 (Kelley et al., 2009).
4.3 L’organe de Corti
Chez la souris, sur base du nombre de couches de cellules visibles, une distinction peut
être faite aux alentours de E15 entre 2 crêtes cellulaires nommées la grande crête épithéliale
(Greater Epithelial Ridge, GER) et la petite crête épithéliale (Lesser Epithelial Ridge, LER)
(Koelliker, 1879; Weibel, 1957; Thorn et al., 1978; Kelley et Bianchi, 2001). La grande crête
épithéliale représente plus ou moins les deux tiers de la face dorsale du canal cochléaire,
tandis que la petite crête épithéliale en représente le tiers restant. Les cellules de la grande
crête épithéliale se développeraient en sillon interne et en limbe spiral. Il a été suggéré que
les cellules phalangées et les cellules sensorielles internes proviendraient également de la
grande crête épithéliale. Les cellules de la petite crête épithéliale se développeraient en cellules
sensorielles externes, en cellules de Deiters ainsi qu’en cellules composant le sillon externe.
Les cellules piliers se formeraient entre les 2 crêtes (Kelley et Bianchi, 2001; Malgrange et al.,
2002; Rueda et al., 1993). D’autres auteurs suggèrent quant à eux que l’ensemble des cellules
sensorielles dériveraient soit du GER (Chen et Segil, 1999), soit du LER (Pearson et al., 1973),
22Plus tard, au cours du développement, l’expression de p27kip1 dans les cellules sensorielles diminuera. Par
contre, elle sera maintenue dans les cellules de soutien (Kelley et al., 2009).
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FIGURE 21 – Représentation schématique du développement de l’oreille interne. A : formation du
labyrinthe osseux. La ligne dans la cochlée représente le plan de coupe repris en B. B : Développement
de l’organe de Corti depuis l’induction du domaine prosensoriel. En rouge : le GER, en vert : DP/OC
(Domaine prosensoriel / Organe de Corti), en bleu : le sillon externe, AC : crête ampullaire antérieure,
LC : crête ampullaire latérale, PC : crête ampullaire postérieure, UM : macula utriculaire, SM : macula
sacculaire, IHC : cellule sensorielle interne, OHC : cellules sensorielles externes, IPC : cellule pilier
interne, OPC : cellule pilier externe. Repris et modifié depuis Basch et al. (2016a).
sans donner d’autre information à propos des cellules de soutien.
Les mécanismes permettant l’établissement des lignées cellulaires, qui composent l’organe
de Corti ainsi que sa mosaïque caractéristique, résultent de l’interaction complexe de plusieurs
voies de signalisation telles que Notch, Wnt ou encore FGF (facteur de croissance des fibroblastes)
(Driver et Kelley, 2009; Eatock, 2006; Fritzsch et al., 2015). Les interactions entre ces différents
mécanismes ne sont pas encore parfaitement connus. Néanmoins, il semble que l’activation
de la voie Wnt/caténine-β au sein du domaine prosensoriel est indispensable à l’expression
d’Atoh1 (Atonal Homolog 1) (Shi et al., 2014; Jacques et al., 2012). Atoh1 est un facteur de
transcription de la famille des bHLH (basic Helix-Loop-Helix) qui est considéré comme étant le
plus important dans la différenciation des cellules sensorielles (Bermingham et al., 1999). Ses
gènes cibles, Gfi1 (Growth Factor Independent 1 Transcriptional Repressor), Pou4f3 (POU Class 4
Homeobox 3) et Barhl1 (BarH Like Homeobox 1) sont tous impliqués dans la différenciation, le
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maintien et la survie des cellules sensorielles (Li et al., 2002; Wallis et al., 2003; Walters et al.,
2017; Zhong et al., 2019). D’autre part, la voie de signalisation Notch joue un rôle majeur
dans l’établissement des lignées cellulaires en agissant sur le niveau d’expression d’Atoh1 dans
les futures cellules sensorielles et de soutien. Par un mécanisme d’inhibition latérale, Notch
permet l’établissement d’une mosaïque cellulaire. Suivant l’influence des ligands Jag2 et Dll1
qui viendront se lier au récepteur extramembranaire de Notch, le domaine intracellulaire de la
protéine NICD (Notch IntraCellular Domain) sera clivé sous l’action d’une γ-secretase. NICD
transloquera alors dans le noyau pour y activer les gènes cibles Hes (Hairy and Enhancer
of Split 1) et Hey (Hairy Ears, Y-Linked) qui réprimeront l’expression d’Atoh1, guidant la
cellule vers la lignée des cellules de soutien (Abdolazimi et al., 2016; Lanford et al., 1999;
Kiernan et al., 2005a; Wang et al., 2015) (Figure 22). En plus de la voie Notch, d’autres
facteurs entrent également en ligne de compte pour la régulation de l’expression d’Atoh1.
Sox2 par exemple, exprimé dans le domaine prosensoriel, se lie avec l’amplificateur (enhancer)
d’Atoh1, favorisant son expression (Puligilla et Kelley, 2017). Mais Sox2 agit également comme
antagoniste d’Atoh1 ; ce dernier mécanisme reste encore à élucider, mais il a été suggéré qu’il
pourrait s’agit d’une boucle de feefback incohérente (incoherent feedback loop) (Neves et al.,
2012). Après une première étape de promotion, Atoh1 serait réprimé par l’expression d’une
autre cible de Sox2 : Prox1 (Prospero Homeobox 1), un facteur de transcription spécifique aux
cellules de soutien en différenciation (Dabdoub et al., 2008; Kirjavainen et al., 2008; Puligilla
et Kelley, 2017). Prox1 agirait ainsi en synergie avec la voie Notch (Bermingham-McDonogh
et al., 2006; Dabdoub et al., 2008).
Au niveau de la bordure interne du domaine prosensoriel, la modulation de la voie
Notch par l’intermédiaire de Lnfg (Lunatic Fringe) et de Mnfg (Manic Fringe), des membres
de la superfamille des glycosyltransférases, est suspectée de jouer un rôle majeur dans
l’établissement de la différenciation de la cellule sensorielle interne (Basch et al., 2016b).
Une fois celle-ci entamée, cette cellule devient une source de Fgf8, un ligand de Fgfr3, qui
va directement agir sur sa cellule voisine en induisant l’expression de Hey2. Ce dernier est
un facteur de transcription appartenant à la famille des bHLH qui agira en synergie avec
l’activation de la voie de signalisation Notch en réprimant l’expression d’Atoh1 (Doetzlhofer
| 47
L’organe de Corti DÉVELOPPEMENT
FIGURE 22 – Représentation schématique du
mécanisme d’inhibition latérale par voie Notch
dans l’établissement des lignées cellulaires
sensorielles et de soutien. Repris et modifié
depuis Kelley (2006).
et al., 2009). Hey2 est ainsi nécessaire pour la différenciation des cellules piliers (Doetzlhofer
et al., 2009). Bmp4, toujours exprimé dans la partie externe du domaine prosensoriel, supprime
l’action Fgf8, permettant aux cellules sous son influence de ne pas se développer en cellules
piliers, mais en cellules sensorielles externes et en cellules de Deiters. Leur différenciation
requiert l’activation de la voie de signalisation Fgf20/Fgfr1 (Puligilla et al., 2007; Iizuka-Kogo,
2018)
Chez la souris, les cellules sensorielles internes en développement peuvent être identifiées
par leur expression d’une myosine non-conventionnelle, Myo6, aux alentours de E15 et sur base
de leur morphologie peu de temps après (Iizuka-Kogo, 2018; Roux et al., 2009; Rubel, 1978).
Ces cellules possèdent un noyau de taille importante et montrent également une accumulation
d’actine au niveau de leurs parois latérales (Kelley, 2007; Rubel, 1978). Les cellules sensorielles
externes en développement peuvent être observées vers E16. La forme des cellules sensorielles
en développement est initialement cylindrique avec un élargissement de la région basale
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résultant de la relative grande taille de leur noyau (Pujol et al., 1998). Les cellules sensorielles
internes conserveront cette morphologie piriforme tandis que l’élargissement basal disparaîtra
durant le développement des cellules sensorielles externes. Les cellules de Deiters ainsi que
les cellules piliers apparaîtraient également aux alentours de E16. Néanmoins, dû au laps de
temps relativement court entre l’apparition des différents types cellulaires, il est assez difficile
de déterminer quelles sont les cellules qui apparaissent les premières (Kelley, 2007).
Au cours du développement, la différenciation cellulaire s’opérerait en une vague qui se
déplacerait le long de l’axe médullo-latéral. Un gradient de différenciation existe également
le long de l’axe base-apex. Toutefois, l’origine exacte de la différenciation reste sujette à
controverse : certains auteurs la localisent à l’extrême base du canal cochléaire, dans la région
du crochet23 (Kaltenbach et Falzarano, 1994) ; d’autres la situent dans la partie médio-basale
du canal cochléaire avec pour conséquence l’établissement d’un gradient de différenciation
supplémentaire se dirigeant vers la région du crochet (Anniko, 1983; Bredberg, 1968; Kelley,
2007; Lim et Anniko, 1985; Roth et Bruns, 1992b).
D’après les travaux de McKenzie et al. (2004), les cellules sensorielles entameraient leur
différenciation à une distance de 10 à 15 µm de leur emplacement définitif. Cette observation
suggère que des mouvements cellulaires pourraient avoir lieu afin de faciliter les arrangements
finaux au sein de l’organe de Corti. En effet, durant son développement, l’épithélium sensoriel
auditif va subir de profond changement en subissant notamment une extension convergente
selon l’axe base-apex. Ce mécanisme qui permet l’allongement du tissu est en grande partie
contrôlé par les voies de signalisation PCP (Wang et al., 2005; Montcouquiol et Kelley, 2003;
Montcouquiol et al., 2006; Yamamoto et al., 2009). En revanche, les processus qui permettent
le passage d’un épithélium pseudostratifié à un épithélium sensoriel simple à bistratifié ne sont
pas encore connus (Iizuka-Kogo, 2018).
À partir de E17 chez la souris, les différents types cellulaires qui composent l’organe de Corti
sont tous reconnaissables et ce, sur toute la longueur du canal cochléaire, de la base jusqu’à
l’apex (Kelley, 2007). Chaque cellule sensorielle interne est séparée de la sensorielle interne
voisine par une cellule phalangée. À ce stade, la partie apicale de la cellule phalangée est encore
23Nommée hook dans la littérature anglophone
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en contact avec la lumière du canal cochléaire. Néanmoins, durant le développement, la partie
apicale de la cellule pilier interne va s’étendre de façon à recouvrir la cellule phalangée, jusqu’à
venir au contact de la cellule sensorielle interne. La cellule pilier externe sera également en
partie recouverte par la partie apicale de la cellule pilier interne durant les premiers jours
post-nataux (Roth et Bruns, 1992b).
L’ouverture du tunnel de Corti commence peu après la naissance : dès le premier jour
post-natal chez le chat, au quatrième jour post-natal (P4) chez la gerbille et aux environs du
huitième jour post-natal (P8) chez le rat (Ito et al., 1995; Roth et Bruns, 1992b; Sato et al.,
1999). L’ouverture des espaces de Nuel suit de près celle du tunnel de Corti.
Durant la période post-natale, la maturation des cellules sensorielles est caractérisée par
une diminution du nombre d’organites dans leur cytoplasme ainsi que par la maturation du
cytosquelette des stéréocils qui serait atteinte aux alentours de P11 chez le rat (Pujol et al.,
1998; Roth et Bruns, 1992b; Vago et al., 1996). La membrane tectoriale est parfaitement
constituée dès P12 tandis que les cellules de Hensen, les cellules de Claudius et les cellules
de Böttcher poursuivront leur différenciation jusqu’à P24 (Cloes et al., 2013; Roth et Bruns,
1992b; Rueda et al., 1996).
D’après Pujol et Hilding (1973), chez la plupart des mammifères, l’organe de Corti ne serait
réellement mature que 10 à 14 jours après le début de la fonction auditive.
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Comme décrit dans les sections 2.2.2.3 et 2.2.2.4, les cellules qui composent l’organe
de Corti présentent une architecture cellulaire et une morphologie ultrastructurale très
particulières. Les stéréocils et la plaque cuticulaire des cellules sensorielles, les prolongements
filiformes des cellules de Deiters ou encore les très nombreux faisceaux de microtubules des
cellules piliers en sont des exemples caractéristiques. Ceux-ci sont constitués par des réseaux
complexes de filaments protéiques qui composent le cytosquelette de ces cellules.
5.1 Généralités
Le cytosquelette des cellules eucaryotes est composé par 3 types de filaments cellulaires,
classés en fonction de leur diamètre :
— les microfilaments d’actine : il s’agit des plus petits filaments avec un diamètre d’environ
7 nm ;
— les microtubules : le plus large constituant du cytosquelette, ils possèdent un diamètre
d’environ 25 nm ;
— les filaments intermédiaires : ils possèdent un diamètre intermédiaire aux précédents,
un peu près 10 nm.
Chacun de ces filaments se compose de constituants qui leur sont propres formant des
polymères aux longueurs et structures variables, adaptées en fonction des besoins de la cellule




L’actine est impliquée dans de très nombreux phénomènes cellulaires : transport
intracellulaire, jonctions cellulaires, formation de réseaux associés à la membrane plasmique,
contraction musculaire, migration cellulaire, endocytose et exocytose ou encore cytocinèse
(Pollard, 2016).
Chaque eucaryote possède au moins un gène codant pour l’actine. Cette protéine
cytoplasmique comprend deux domaines entre lesquels se trouve un site de liaison à l’ATP
(Adénosine Tri-Phosphate) ou à l’ADP (Adénosine Di-Phosphate) (Pollard, 2016). Sur base de
variation en résidus acides au niveau de l’extrémité N-terminale de sa chaîne polypeptidique,
l’actine est classée en trois isoformes : l’actine α, l’actine β et l’actine γ. L’expression de ces
différentes isoformes varie en fonction du tissu (Pollard, 2016).
Au sein de la cellule, l’actine se présente sous une forme monomérique dite globulaire,
l’actine G, qui peut se polymériser sous une forme filamenteuse, l’actine F. Cette polymerisation
est constituée de trois phases (Figure 23) :
— la nucléation : cette première étape comprend la formation d’un oligomère stable à partir
d’actine G activée, liée à un ATP. Cet oligomère constitue le noyau de polymérisation.
— l’élongation : durant cette phase, les noyaux de polymérisation sont rapidement allongés
par addition de monomères sur chacune des deux extrémités des noyaux.
— l’état stationnaire : les filaments d’actine formés sont dans un état constant de
polymerisation - dépolymérisation (Lodish et al., 2000).
À l’état stationnaire, les microfilaments d’actine présentent deux extrémités distinctes :
une extrémité barbue, chargée positivement, et une extrémité pointue, chargée négativement.
Les monomères d’actine G activée sont préférentiellement additionnés à l’extrémité barbue.
L’ATP est progressivement hydrolysé en ADP, permettant la stabilisation du filament d’actine
F. La dépolymérisation a préférentiellement lieu au niveau de l’extrémité pointue (Winder et
Ayscough, 2005).
La polymérisation des microfilaments d’actine ainsi que leur dynamique sont régulées
par de nombreuses protéines associées à l’actine, les ABPs (Actin Binding Protein) (dos
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FIGURE 23 – Représentation des différentes phases de la polymérisation
de l’actine G in vitro. Repris et modifié depuis Muñoz-Lasso et al. (2020).
Remedios et al., 2003). Certaines de ces ABPs, attachées à la famille des myosines utilisent les
microfilaments d’actine comme des rails sur lesquels elles peuvent se déplacer. Ces protéines
jouent un rôle très important dans le maintien des stéréocils des cellules sensorielles de l’organe
de Corti en participant au contrôle de leur taille et de leur forme par exemple (dos Remedios
et al., 2003; Nayak et al., 2007).
Au sein des cellules de soutien, les microfilaments d’actine jouent également un rôle
essentiel dans la rigidité des cellules en association avec les nombreux microtubules qu’elles
comportent. En l’absence d’actine, la valeur du module de Young de la cellule pilier externe
est divisée par trois, illustrant sa perte de rigidité (Tolomeo et Holley, 1997). D’autre part,
l’absence d’une ABP qui participe au remaniement des microfilaments d’actine, la protéine Vasp
(Vasodilator-Stimulated Phosphoprotein), implique un retard dans la formation du cytosquelette
de la cellule pilier externe, provoquant ainsi un retard dans la mise en place de l’audition
(Schick et al., 2007).
5.3 Les microtubules
À l’instar de l’actine, les tubulines font partie d’une grande famille de gènes bien conservés
au sein des eucaryotes (Nogales, 2000). Ces sous-unités protéiques s’assemblent pour former
des hétérodimères qui constitueront l’unité de base des microtubules. La super famille des
tubulines inclut les tubulines α, β , γ, δ, ε, η, ζ, θ , ι et κ (Ludueña, 2013). Chez les vertébrés,
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les tubulines α et β s’assemblent pour former les hétérodimères à l’origine des microtubules.
La tubuline γ est quant à elle localisée au niveau des centres organisateurs des microtubules
(MicroTubule Organizing Center, MTOC) et impliquée dans l’initiation de la polymérisation des
microtubules. Les tubulines δ et ε sont localisées au niveau du centrosome et des corps basaux
et jouent un rôle important dans la formation des triplets de microtubules. Les fonctions et
particularités des autres tubulines retrouvées en partie chez les animaux et les protistes restent
encore à déterminer (Ludueña, 2013).
Les structures secondaires et tertiaires des tubulines α et β comprennent trois domaines
semblables. Le domaine C-terminal localisé à la surface de la protéine et du microtubule est
important pour les interactions entre les monomères ainsi qu’avec les protéines associées aux
microtubules (Microtubule Associated Proteins, MAP). Le domaine intermédiaire est impliqué
dans la polymérisation des hétérodimères grâce aux contacts latéraux. Le domaine N-terminal
se lie quant à lui au GTP ; échangeable pour la tubuline β et non échangeable pour la tubuline
α (Nogales et al., 1999; Nogales et Wang, 2006; Wade, 2009).
In vitro, les hétérodimères de tubuline α et β sont capables de s’auto-assembler, en présence
de GTP et de magnésium (Wade, 2009). Ces derniers s’associent longitudinalement pour former
un protofilament. De très nombreux protofilaments s’associent alors entre eux latéralement
pour former le tube creux qu’est le microtubule. In vitro, 11 à 16 protofilaments peuvent
s’associer latéralement. Chez les mammifères, ce sont 13 protofilaments qui s’associent dans
la grande majorité des cas ; les cellules de soutien de l’organe de Corti étant un rare exemple
où des microtubules stables à 15 protofilaments peuvent être observés. L’association ordonnée
des hétérodimères confère une polarité aux microtubules : l’extrémité positive laisse apparaître
une tubuline β tandis que l’extrémité négative laisse apparaître une tubuline α. Des vitesses de
polymérisation différentes sont observées aux deux extrémités, avec une cinétique plus rapide
au niveau de l’extrémité positive (Wade, 2009) (Figure 24).
In vivo, les cellules possèdent des sites de nucléation spécialisés qui se trouvent
majoritairement au niveau des MTOCs. La tubuline γ, en association avec d’autres protéines,
forme un complexe circulaire de tubuline γ (γ-Tubulin Ring Complex, γTuRC) (Haren
Ingrid Bazin et Rémy, 2006). La croissance des microtubules s’accompagne de l’hydrolyse
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FIGURE 24 – Représentation de la polymérisation des microtubules. A : hétérodimères de tubuline
α et β associés en protofilament. B : le cylindre creux que forme le microtubule est composé par
l’assemblage d’hétérodimères, créant une structure polarisée. C : polymérisation et dépolymérisation
des microtubules. Repris et modifié depuis Akhmanova et Steinmetz (2008).
du GTP lié à la tubuline β . Une coiffe de GTP persiste ainsi au niveau de l’extrémité en
croissance. L’hydrolyse de cette coiffe de GTP déstabilise le microtubule et provoque sa rapide
dépolymérisation. Cette dépolymérisation rapide porte le nom de catastrophe (Gardner et al.,
2013).
La majorité des eucaryotes présente plusieurs gènes codant pour les tubulines α et β . Selon
l’organisme étudié, la présence de différents isotypes peut amener une capacité à s’adapter à
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des changements environnementaux, comme c’est notamment le cas chez Arabidopsis thaliana,
l’arabette de Thalius : en fonction de la température, différents isotypes de la tubuline β
sont exprimés permettant la survie de la plante dans des milieux variés (Chu Boyang et al.,
1993). La présence d’isotypes différents selon le rôle joué par la cellule peut également
s’avérer essentiel : les neurones mécanosensoriels du vers nématode Caenorhabditis elegans
contiennent des microtubules à 15 protofilaments. Ces derniers nécessitent l’expression des
deux isotypes absents des cellules somatiques, MEC-12 (MEChanosensory abnormality) et
MEC-7, une tubuline α et une tubuline β respectivement. Ces deux isotypes sont essentiels pour
la structure des neurones mécanosensoriels et également dans leurs fonctions. Les mécanismes
moléculaires qui sous-tendent ces rôles restent encore à déterminer (Chalfie, 2009; Savage
et al., 1989; Wade, 2009). Chez les vertébrés, il existe sept classes d’isotypes de tubuline α et six
classes d’isotypes de tubuline β . La localisation de ces différents isotypes varie non seulement
en fonction des tissus, mais également selon leur emplacement au sein même des cellules
(Ludueña, 2013).
La dynamique des microtubules ainsi que les interactions qu’ils possèdent avec les MAPs
peuvent être régulées par différents types de modifications post-traductionnelles prenant place
sur la tubuline α ou la tubuline β , voire les deux simultanément. Nous pouvons ainsi citer la
polyglycylation, la polyglutamylation, la tyrosination/détyrosination ou encore la tubuline δ2.
L’acétylation est la seule modification post-traductionnelle qui ne s’effectue pas au niveau de
l’extrémité C-terminale des tubulines (Westermann et Weber, 2003).
L’acétylation de la tubuline α s’effectue sur la lysine en position 40. Chez la souris,
l’acétyltransférase α-TAT1 est la principale responsable de l’acétylation de la tubuline α.
La disparition de tubuline α-acétylée dans tous les tissus étudiés est relevée lorsque cette
acétyltransférase est absente (Kalebic et al., 2013). Cette modification post-traductionnelle
s’effectue lentement dans la lumière des microtubules. Ce sont ainsi les microtubules stables
qui montrent le plus cette acétylation. Le rôle exact de cette dernière reste encore à déterminer.
Il a été néanmoins montré chez le vers nématode chez Caenorhabditis elegans que cette
acétylation était nécessaire au maintien des microtubules à 15 protofilaments au sein des
neurones mécanosensoriels. Le nombre de protofilaments par microtubule varie alors entre
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10 et 16 (Cueva et al., 2012; Topalidou et al., 2012).
Il existe de nombreuses MAPs qui permettent de réguler les microtubules ou encore
de les utiliser comme rails pour se déplacer. Les plus connues sont les dynéines et les
kinésines, protéines motrices qui permettent respectivement le déplacement rétrograde
et antérograde. Il s’agit de protéines essentielles dans le transport d’organites, de
vésicules ou encore de molécules complexes. Elles sont également indispensables au
mouvement des cils et des flagelles (Bhabha et al., 2016; Wade, 2009). D’autres MAPs
jouent des rôles dans la fragmentation des microtubules (katanine, spastine), dans
leur polymerisation/dépolymérisation (stathmine, Plus-end Tracking Proteins) ou dans leur
stabilisation (MAP1, MAP2, Tau (Tubulin associated unit), Stable Tubule Only Polypeptide) (Bosc
et al., 1996; Conde et Cáceres, 2009; Mohan et John, 2015).
5.4 Les filaments intermédiaires
Les filaments intermédiaires constituent un groupe de protéines très hétérogènes par leur
séquence et leur poids moléculaire. Malgré cette grande diversité, ils partagent tous une
structure semblable : une région centrale en hélice α encadrée par une tête N-terminale et
une queue C-terminale variable. La région centrale en hélice α est composée par la répétition
de séquences de 7 acides aminés contenant 2 acides aminés apolaires. Ceux-ci provoquent
la formation de surfaces hydrophobes favorables à la polymérisation de deux hélices α en
superhélice (Herrmann et Aebi, 2016; Kornreich et al., 2015).
En fonction de la similarité de leur séquence, les filaments intermédiaires sont classés en
six types. Le plus grand groupe est formé par les type I et II, respectivement les kératines acides
et basiques. Ces filaments intermédiaires forment des hétéropolymères et sont spécifiques des
tissus épithéliaux. Les filaments intermédiaires de type III englobent la vimentine, la desmine,
les GFAP (Glial Fibrillary Acidic Protein) et la périphérine. Ce type de filaments forme des
homopolymères mais également des hétéropolymères avec les filaments de type III ou IV. Le
type IV est constitué par la nestine, présente dans les cellules souches du système nerveux
central, par l’α interconnexine et trois neurofilaments (NF-L, NF-M, NF-H ; Neurofilament Light,
Medium, Heavy) présents quant à eux dans les neurones. Les lamines constituent le type V.
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Ces filaments se retrouvent exclusivement au niveau du noyau des cellules des métazoaires,
formant un réseau qui supporte l’enveloppe nucléaire. La filensine et la phakinine observées
dans la cornée de l’oeil représentent le type VI (Kornreich et al., 2015).
Les filaments intermédiaires ne polymérisent pas par ajout de monomères aux extrémités
du filament, mais par ajout d’ULF (Unité de Longueur du Filament) (Herrmann et Aebi, 2016). À
l’exception des filaments intermédaires du type V, les ULF s’assemblent de la manière suivante :
deux monomères s’associent parallèlement pour former un dimère. Ces derniers s’associent
ensuite de façon antiparallèle pour former un tétramère. Huit tétramères se groupent alors
latéralement pour former un ULF (Kornreich et al., 2015). D’un diamètre de 16 nm et d’une
longueur de 60 nm, les ULF s’emboîtent longitudinalement pour former un filament. Après
élongation du filament, celui-ci se compacte, ce qui réduit son diamètre à approximativement
10 nm (Figure 25).24
Les filaments intermédiaires participent à de nombreuses fonctions telles que l’apport
d’un support mécanique, la croissance et la régénération tissulaire, la survie cellulaire,
l’apoptose, le transport de protéine ou encore l’adhésion cellulaire (Dey et al., 2014). Ils
participent notamment à l’intégrité mécanique de la cellule en interagissant avec d’autres
fibres cytosquelettiques telles que l’actine et les microtubules. Ces interactions sont contrôlées
par des protéines non-structurales comme des kinases et des phosphatases (Dey et al., 2014;
Lammerding et al., 2004). Les filaments intermédaires ont également un rôle important dans
le transport et la distribution des vésicules : la vimentine, par exemple, participe activement
au transport des lysosomes au sein de la cellule (Styers et al., 2005). Leur association avec les
desmosomes et les hémidesmosomes par l’intermédiaire de protéines accessoires telles que la
caténine-γ, la desmoplakine ou la plectine, est très importante dans la cohésion cellule - cellule
et dans la cohésion du tissu avec la matrice extracellulaire (Thiry et al., 2019).
24Les filaments intermédiaires ne possèdent pas de polarité, les ULF étant symétriques (Herrmann et al., 2009a).
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FIGURE 25 – Représentation des filaments intermédiaires et de leur polymérisation. A : photographie en
microscopie électronique à transmission de filaments intermédiaires. B : polymérisation des filaments





Nous avons vu que, durant sa morphogenèse, l’épithélium du canal cochléaire évoluait
depuis un épithélium pseudostratifié vers un épithélium complexe, alternant le simplement
stratifié et le bistratifié (voir 4.2 et 4.3). De plus, une mosaïque extrêmement régulière,
composée par les cellules sensorielles et les cellules de soutien, doit également se mettre en
place avant que l’organe sensoriel ne devienne fonctionnel. Ces modifications morphologiques
de l’épithélium du canal cochléaire en développement impliquent une plasticité des cellules
épithéliales qui doivent ainsi être capables d’une certaine liberté de mouvement (Thiery et al.,
2010). Cette plasticité des épithéliums durant leur morphogenèse est notamment permise par
un mécanisme appelé transition épithélio-mésenchymateuse.
6.1 Différences entre cellules épithéliales et cellules mésen-
chymateuses
6.1.1 Les épithéliums
Les tissus épithéliaux, qu’ils soient de revêtement ou glandulaires, sont constitués presque
exclusivement par des cellules aux formes simples et régulières qui possèdent une polarité
très marquée suivant l’axe base-apex. Étroitement juxtaposées, les cellules épithéliales sont
solidarisées par des jonctions intercellulaires qui permettent une grande cohésion tissulaire
et d’importantes interactions de cellule à cellule. À de rares exceptions près, les épithéliums
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sont dépourvus de vaisseaux sanguins et lymphatiques. Leur nutrition est alors assurée par
les capillaires des tissus conjonctifs dont ils sont séparés par une fine structure acellulaire,
la membrane basale, à travers laquelle les métabolites diffusent. Cette membrane fournit
un support structural aux épithéliums par l’intermédiaire des hémidesmosomes. Ces derniers
permettent l’ancrage du cytosquelette de la cellule sur la membrane basale, grâce à la présence
d’intégrines, protéines transmembranaires qui interagissent avec des constituants de la matrice
extracellulaire (Thiry et al., 2019).
Au sein du tissu épithélial, les interactions cellule-cellule et cellule-matrice sont
indispensables. Elles comprennent, par exemple, la transmission de signaux qui peuvent
influencer le comportement cellulaire ou simplement donner des informations quant à
l’identité de la cellule. Elles comprennent également la formation de contacts stables
entre cellules voisines ou entre cellule et matrice extracellulaire. Parmi les molécules
intervenant dans ces interactions, citons notamment les CAM (Cell Adhesion Molecules) qui
jouent un rôle important dans l’adhérence cellulaire. Ces molécules d’adhérences sont des
glycoprotéines transmembranaires qui appartiennent à quatre superfamilles : les cadhérines,
les immunoglobulines, les intégrines et les sélectines. En plus de ces molécules d’adhérence,
la cohésion tissulaire est assurée par la présence de systèmes de jonctions (Thiry et al., 2019)
(Figure 26).
Au niveau des faces intercellulaires des cellules épithéliales, les différents types de jonctions
intercellulaires sont :
— Les jonctions serrées : elles sont caractérisées par la présence de plusieurs points de
contact entre deux cellules adjacentes menant ainsi à un rétrécissement drastique de
l’espace intercellulaire qui, au sein d’un épithélium, est d’habituellement de 20 nm.
Ceinturant la cellule, cette barrière est constituée par des protéines transmembranaires
telles que les claudines, les occludines et les JAM (Junctional Adhesion Molecule),
une sous-famille des immunoglobulines. Ces protéines sont liées avec des protéines
intracellulaires comme ZO-1 et ZO-2 (Zonula Occludens) qui sont elles-mêmes liées aux
microfilaments d’actine composant le cytosquelette. En plus de participer à l’adhérence
entre des cellules adjacentes, ces jonctions étanches permettent la régulation du flux
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FIGURE 26 – Représentation schématique de jonctions intercellulaires entre
deux cellules épithéliales. À gauche, une photographie en microscopie
électronique illustrant les jonctions intercellulaires. À droite, le schéma
correspondant. Repris et modifié depuis Golovkine et al. (2018).
de molécules à travers l’espace paracellulaire autorisant ainsi les cellules à effectuer un
tri sélectif dans les molécules amenées à traverser l’épithélium. Il permet également la
définition de deux domaines membranaires, apical et basolatéral, déterminants dans la
polarisation de la cellule (Thiry et al., 2019). Les complexes PAR (Partitioning-defective
1), Crumbs et Scribble sont notamment responsables de la régulation de la polarité
cellulaire. En association avec un groupe de molécules de signalisation, les Rho GTPases,
les complexes de polarité régulent le transport des vésicules polarisées le long des
filaments du cytosquelette (Garcin et Straube, 2019).
— Les jonctions adhérentes : ces jonctions intercellulaires constituent de véritables points
d’ancrage au cytosquelette de chaque cellule. Ainsi, le cytosquelette d’une cellule est lié à
celui de sa voisine, ce qui permet véritablement de donner au tissu une unité structurale
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cohérente. Deux types de jonctions adhérentes sont distinguées : les zonula adherens
et les desmosomes. Dans les zonula, les liaisons intercellulaires sont assurées par des
glycoprotéines transmembranaires à longs domaines extracellulaires de la superfamille
des cadhérines. Ces dernières sont liées aux microfilaments d’actine du cytosquelette
grâce à des protéines d’association : des caténine-α et -β . Les desmosomes sont des
structures discoïdes d’environ 0,3 µm de diamètre. Les cadhérines impliquées dans les
liaisons intercellulaires sont ici liées aux filaments intermédiaires du cytosquelette grâce
à des protéines telles que la catenine-γ et la desmoplakine. (Thiry et al., 2019).
— Les jonctions communicantes : nommées également nexus ou encore gap junction,
elles sont formées par de petits canaux intercellulaires qui permettent le passage direct
d’ions et de petites molécules ainsi que la transmission de signaux entre des cellules
voisines. Ces petits canaux intercellulaires sont constitués par le rapprochement de
deux demi-canaux (connexons) intégrés aux membranes de cellules adjacentes. Chaque
connexon est quant à lui formé par six sous-unités protéiques transmembranaires
appartenant à la famille des connexines.
Les systèmes de jonctions adhérentes et communicantes ne sont pas une exclusivité des
tissus épithéliaux. Cependant, l’association de jonctions serrées, de zonula adherens et parfois
de desmosomes, forme un complexe de jonctions, une caractéristique propre aux épithéliums
(Thiry et al., 2019).
6.1.2 Le mésenchyme
Le mésenchyme désigne un tissu conjonctif embryonnaire dérivant du mésoderme qui
possède la capacité de se différencier en une large variété de types cellulaires (Porcellini,
2009). Il possède un rôle mécanique en tant que tissu de soutien ainsi qu’un rôle métabolique
assurant la nutrition et l’échange entre deux tissus. L’organisation structurale des cellules
mésenchymateuses diffère de celle des cellules épithéliales par plusieurs points :
— elles ne présentent pas de jonctions intercellulaires qui autorisent une organisation
continue entre elles ;
— en dehors des phases migratoires, la polarisation cellulaire est moins marquée et les
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organites semblent distribués de manière aléatoire ;
— elles ne possèdent que de rares contacts avec les autres cellules ;
— elles ne reposent pas sur une membrane basale ;
— la vimentine est la protéine qui constitue les filaments intermédiaires25.
La grande caractéristique des cellules mésenchymateuses réside dans leur plasticité
qui permet la migration cellulaire : la cellule commence par émettre une extension
cytoplasmique26 sous l’effet de la polymérisation de l’actine corticale (Theveneau et David,
2014). Une fois formée, cette extension s’ancre au substrat grâce à des intégrines, s’il
s’agit d’une matrice extracellulaire, ou par des molécules d’adhérence cellule-cellule comme
les cadhérines, si le substrat venait à être une autre cellule (Theveneau et Mayor, 2012;
Wehrle-Haller, 2012). La contraction du cytosquelette d’actomyosine assure ensuite le
déplacement cellulaire par traction sur les adhérences focales et rétraction de l’arrière de
la cellule qui, quant à elle, se détache du substrat. Afin d’être efficaces, ces processus
doivent être polarisés. De plus, la migration cellulaire requiert la sécrétion d’enzymes
protéolytiques détruisant la matrice extracellulaire (Ridley, 2011; Wehrle-Haller, 2012).
Durant le développement ou la progression tumorale, le mésenchyme peut se présenter comme
un état intermédiaire de la formation d’un tissu épithélial à partir d’un autre tissu épithélial. Il
s’agit dès lors d’une transition épithélio-mésenchymateuse (Gonzalez et Medici, 2014).
6.2 Transition épithélio-mésenchymateuse
La transition épithélio-mésenchymateuse (Epithelial-Mesenchymal Transition, EMT) est un
phénomène biologique dynamique durant lequel les cellules perdent leurs caractéristiques
épithéliales et acquièrent un phénotype de cellules mésenchymateuses. Cette transition est
associée à l’acquisition d’une capacité migratoire ainsi qu’à une augmentation de production
de composants de la matrice extra-cellulaire (Mezni et al., 2015). Chez les eumétazoaires,
l’EMT est essentiel durant de nombreux processus de développement embryonnaire, de
25La vimentine constitue également les filaments intermédiaires des cellules endothéliales (Dave et Bayless,
2014)




régénération cellulaire et de cicatrisation. Il joue également un rôle important dans certaines
pathologies cancéreuses et dans leur résistance à différents traitements médicaux (Thiery et al.,
2009). Le processus inverse, la transition mésenchymo-épithéliale (Mesenchymal-Epithelial
Transition, MET) existe également et va souvent de pair avec l’EMT durant le développement
embryonnaire (Nieto, 2013). L’organogenèse du foie, du pancréas, des valves cardiaques et
ainsi que la formation du palais, par exemple, nécessitent plusieurs cycles alternant entre EMT
et MET (Ahmed et al., 2007; Johansson et Grapin-Botton, 2002; Tanimizu et Miyajima, 2007).
En fonction du rôle qu’elle joue, l’EMT peut-être classée en trois sous-types (Kalluri et
Weinberg, 2009) :
— Type 1 : EMT associée au développement embryonnaire ;
— Type 2 : EMT impliquée dans la régénération tissulaire, la cicatrisation, l’inflammation
et la fibrose ;
— Type 3 : EMT qui concerne la conversion de cellules épithéliales cancéreuses en cellules
invasives aux capacités métastatiques.
La transition d’un phénotype épithélial à un phénotype mésenchymateux nécessite de très
nombreuses modifications à la fois intracellulaires et intercellulaires, architecturales et
fonctionnelles. Une EMT complète est rarement observée. En fonction des cellules impliquées
et du sous-type auquel elle se rapporte, une EMT présente un spectre de marqueurs qui la
placeront sur un axe imaginaire entre les phénotypes épithélial et mésenchymateux (Gonzalez
et Medici, 2014). Ces modifications incluent dans un premier temps, la perte de caractéristiques
épithéliales telles que les systèmes de jonctions, la polarisation de la cellule et de ses organites
ou encore de l’organisation de son cytosquelette, et dans un second temps, l’apparition de
marqueurs mésenchymateux et de facteurs pro-invasifs (Kalluri et Weinberg, 2009; Savagner,
2010) (Figure 27).
L’activation et l’expression des facteurs de transcription induisant une EMT dépendent
d’une pléthore de voies de signalisation27 telles que Transforming Growth Factor β (TGF-β),
Bone Morphogenetic Protein (BMP), Epidermal Growth Factor (EGF), Fibroblast Growth Factor
(FGF), Platelet-Derived Growth Factor (PDGF), Wnt, Sonic Hedgehog (Shh), Notch ou encore




FIGURE 27 – Représentation schématique d’une transition épithélio-mésenchymateuse. Les principaux
marqueurs des différents phénotypes sont illustrés. Repris et modifié depuis Kalluri et Weinberg (2009).
la signalisation médiée par les intégrines (Al Moustafa et al., 2012; Espinoza et Miele, 2013;
Heldin et al., 2012; Katoh et Katoh, 2009; McCormack et O’Dea, 2013; Taipale et Beachy,
2001).
Les marqueurs les plus communément utilisés dans la caractérisation du phénomène de
l’EMT englobent notamment une diminution de l’expression de l’E-cadhérine provoquée par
l’induction de facteurs de transcription tels que Snail1 ou Snail2 ainsi qu’une relocalisation
de la caténine-β dans le noyau (Lee et al., 2006a). Cette dernière, en s’associant avec
les co-facteurs de transcription LEF/TCF, induirait l’expression de vimentine, un constituant
des filaments intermédiaires de type III exprimé principalement dans les cellules d’origine
mésenchymateuses (Franke et al., 1982).
La vimentine est une protéine multifonctionnelle très bien conservée dans l’évolution
chez vertébrés. Si son rôle dans la plasticité des cellules mésenchymateuses ainsi que dans
la migration cellulaire est connu depuis longtemps, il y a encore peu d’information quant
aux mécanismes moléculaires qui supportent ces fonctions (Battaglia et al., 2018). Capable
d’interagir avec les microtubules et les protéines motrices associées aux microtubules, le réseau
de filaments intermédiaires de vimentine jouerait un rôle dans le guidage et le maintien de
la polarité des microtubules labiles (Gan et al., 2016; Helfand et al., 2002). Les filaments
intermédiaires de vimentine participent également à la réorganisation des microfilaments
d’actine durant la migration notamment par une interaction indirecte avec la plectine, une
protéine de la famille des plakines (Svitkina et al., 1996).
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7 | Objectifs généraux
Malgré une littérature abondante sur le sujet, le développement de l’organe de Corti
présente de nombreuses inconnues, notamment en ce qui concerne le développement et la
différenciation morphologique du domaine prosensoriel et, surtout, des cellules de soutien.
Ces dernières, pourtant, ne manquent pas de présenter des propriétés morphologiques
particulières. De plus, elles sont à la base de l’architecture caractéristique de l’organe de
Corti. Ainsi, durant le développement, est-il possible de discriminer la grande crête épithéliale
et la petite crête épithéliale autrement que par le nombre de couches de noyaux visibles ?
Et lorsque la différenciation au sein du domaine prosensoriel aura débuté, est-ce que les
cellules de soutien peuvent être distinguées sur base de caractéristiques morphologiques
qui leur sont propres ? Y a-t-il un mécanisme qui explique la transformation radicale que
subit l’épithélium prosensoriel pseudostratifié durant son développement en organe de Corti ?
Comment l’important cytosquelette des cellules de soutien se met-il en place ? Ce sont des
exemples de questions auxquelles nous tenterons d’apporter une réponse.
Dans ce travail, afin d’étudier dans le détail les différents évènements qui rythment le
développement des cellules de soutien, nous ne pouvons pas nous contenter pas d’observations
ponctuelles. Le développement de l’organe de Corti sera ainsi étudié systématiquement sur un
modèle murin, depuis les stades embryonnaires jusqu’à l’apparition de la fonction auditive.
Dans un premier temps, une étude morphologique pointue, basée sur l’observation aux
microscopes optique et électronique à transmission, sera effectuée. Celle-ci sera complétée
par la mise en évidence sur notre matériel, par l’application de techniques cytochimiques et de
marquages en immunofluorescence, de différentes structures et protéines qui nous permettront
non seulement d’identifier les différents types cellulaires de l’organe sensoriel en formation,
| 69
OBJECTIFS GÉNÉRAUX
mais également d’en étudier la dynamique.
Dans un second temps, nous vérifierons la possible implication d’une EMT (voir 6.2)
durant le remodelage de l’épithélium sensoriel qui prend place durant les stades postnataux.
Durant cette période, nous analyserons également la répartition spatio-temporelle de différents
isotypes de tubuline au sein même des cellules de soutien en développement.
Pour terminer, nous compléterons notre étude des cellules de soutien durant le
développement de l’organe de Corti par l’analyse de leur cytosquelette de microtubules à 15
protofilaments. En mettant en évidence les protofilaments, par une méthode cytochimique
utilisant l’acide tannique comme mordant, nous pourrons analyser la mise en place de ces
microtubules à 15 protofilaments. De plus, par l’étude d’une souris mutante invalidée pour
l’acétyltransférase Atat1, une enzyme connue pour acétyler la tubuline α, nous pourrons
vérifier si l’acétylation de la tubuline joue effectivement un rôle dans la constitution des





If it looks like a duck, and quacks like a duck, we have at least to
consider the possibility that we have a small aquatic bird of the




8 | Identification précoce
de la cellule pilier interne durant le
développement de l’organe de Corti
Comme décrit dans un précédent chapitre du présent ouvrage (voir 2.2.2.2), la structure
de l’organe de Corti chez les mammifères matures est très bien connue. Néanmoins, la manière
dont les différents types cellulaires se mettent en place durant le développement de cet organe
sensoriel est encore loin d’être totalement élucidée. Il n’existe que très peu d’informations quant
à la caractérisation morphologique du domaine prosensoriel. La distribution ainsi que le timing
de l’expression de p27kip1, marqueur qui identifie la ZNPC (voir 4.2), suggèrent que le gradient
de sortie de cycle cellulaire au sein du canal cochléaire joue un rôle prépondérant dans la
limitation du nombre de cellules progénitrices (Lee et al., 2006b). Cependant, la localisation
précise de la ZNPC en regard du GER et du LER n’a jamais été réellement déterminée (Chen
et Segil, 1999). Le positionnement exact entre les deux crêtes épithéliales de la mosaïque
cellulaire formant l’organe de Corti reste également à éclaircir (voir 4.3). D’autre part, les
cellules de soutien en développement peuvent-elle être morphologiquement distinguées ? Ou
est-il nécessaire d’attendre la différenciation des cellules sensorielles pour les discriminer ?
Nous avons dès lors décidé d’étudier le développement embryonnaire du canal cochléaire
chez le rat de façon systématique entre E16 et E19. Une étude morphologique du
développement du canal cochléaire et de l’organe de Corti en formation sera effectuée en
microscopie optique et électronique à transmission. Afin de pouvoir identifier la ZNPC et les
cellules de l’organe de Corti durant les différents stades, nous aurons recours aux méthodes
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de marquages en immunofluorescence et à l’utilisation de marqueurs connus tels que p27kip1
pour la ZNPC, Myo6 pour les cellules sensorielles, p75ngfr pour les cellules piliers ou encore la
phalloïdine pour les filaments d’actine par exemple.
Sur base de nos observations, nous démontrons ainsi que, chez le rat, l’ensemble des cellules
qui composent l’organe de Corti peuvent toutes être distinguées dès E18 et que leur apparition
suit un gradient dont l’axe s’étend de la base vers l’apex du canal cochléaire. Ces résultats
sont en accord avec les données déjà existantes, mais parcellaires, chez le rat et chez d’autres
mammifères (Anniko, 1983; Lim et Anniko, 1985; Rubel, 1978; Romand et al., 1993; Zine
et Romand, 1996; Mu et al., 1997; Sher, 1971). Ces précédentes études morphologiques ont
également rapporté que les premières cellules identifiables dans l’organe de Corti en formation
étaient les cellules sensorielles internes. Ces dernières sont observées dès E15 chez la souris
et dès E18 chez le rat (Anniko, 1983; Romand et al., 1993; Zine et Romand, 1996). D’une
manière inattendue, nos observations montrent qu’au sein de la ZNPC, la première cellule qui
se distingue avant E18, au niveau de la dépression entre le GER et le LER, n’est pas une cellule
sensorielle.
Afin de mettre en évidence cette cellule, nous avons appliqué une méthode cytochimique :
la méthode de Thiery (Thiery, 1967). Cette technique permet la mise en évidence des
polysaccharides possédant des alcools vicinaux. Appliquée sur des coupes semifines et
ultrafines, cette méthode nous a permis de suivre cette cellule à tous les stades observés, depuis
E16 jusque E19. Sur base de ces observations, nous avons reconnu cette cellule comme étant
la cellule pilier interne. Nous sommes ainsi les premiers à identifier la cellule pilier interne
comme étant la première cellule de l’organe de Corti en formation pouvant être discriminée.
Nous montrons également qu’en plus du nombre de couches de noyaux visibles, le GER et le
LER peuvent être distingués par une petite dépression visible à la surface de l’épithélium ainsi
la présence ou l’absence de microvillosités au niveau de la face apicale des cellules. En effet,
alors que l’ensemble du GER possède cette caractéristique, seules 7 à 8 rangées de cellules du
LER, les plus proches du GER, présentent également des microvillosités.
Grâce à la mise en évidence de p27kip1, nous avons pu localiser la ZNPC rapport au GER
et au LER. Seule une petite partie du GER est englobée dans cette zone de non-prolifération,
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définissant sa limite interne. De façon surprenante, la partie externe de la ZNPC est limitée
aux 7 à 8 rangées de cellules du LER qui présentent des microvillosités. Nos résultats montrent
également sans ambiguïté que les cellules sensorielles internes ainsi que les cellules phalangées
trouvent leur origine dans la partie de la ZNPC se situant dans le GER. Les cellules sensorielles
externes, les cellules de Deiters et les cellules piliers externes sont quant à elles originaires de
la ZNPC se trouvant dans le LER.
Afin de vérifier la mise en place de l’organe de Corti au sein de la ZNPC, nous avons analysé
l’activation de Notch en marquant son domaine intracellulaire en immunofluorescence. Murata
et ses collaborateurs (2006; 2009) ont mis en évidence une forte activation de Notch dans les
cellules de Deiters en développement et plus faible au sein des cellules piliers interne et externe.
Nos résultats sont en accord avec ces études excepté en ce qui concerne l’activation de Notch
au sein de la cellule pilier interne. En effet, nos observations effectuées entre E16 et E19 ne
montrent pas d’activation de Notch dans cette cellule, qui est la seule à briser l’alternance entre
cellules sensorielles et cellules de soutien.
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Abstract Although the structure of the auditory organ in
mature mammals, the organ of Corti, is clearly established,
its development is far from being elucidated. Here, we
examine its spatio-temporal development in rats from
embryonic day 16 (E16) to E19 by using cytochemical
and immunocytochemical methods at the light- and electron-
microscope levels. We demonstrate that the organ of Corti
develops from a non-proliferating cell zone that is located
in the junctional region between two edges of the dorsal
epithelium of the cochlear duct. We also reveal that the first
cells to develop in this zone are the inner pillar cells, a
particular type of non-sensory supporting cell, which arise
in the base of the cochlear duct at the boundary between the
two ridges at E16. Cell differentiation in this prosensory
region continues according to a base-to-apex gradient; the
inner hair cells appear in the greater epithelial ridge at E17
and the outer hair cells in the lesser epithelial ridge at E18.
At E19, the various cell types of the organ of Corti are in
place. Finally, we show that unlike the development of all
the supporting cell types of the organ of Corti, the
development of inner pillar cells within the prosensory
domain seems not to involve Notch1 activation. These
results highlight the central role that the inner pillar cells
probably play in the development of the organ of Corti.
Keywords Organ of Corti . Pillar cell . Development .
Embryo . Rat (Wistar)
Introduction
In mammals, the perception of sound is mediated by an
epithelial sensory patch located in the cochlear region of the
inner ear, named the organ of Corti (OC; Kelley and
Bianchi 2002; Kelley 2006a). The latter is componed of
mechanosensory hair cells and non-sensory supporting cell
types. The hair cells are modified epithelial cells that utilize
a group of derived microvilli, referred to as stereocilia, to
perceive pressure waves induced through sound. Based on
their morphology and physiology, two types of hair cells
can be distinguished: inner and outer hair cells. At least
four types of supporting cells can be identified in the OC:
inner pillar cell, outer pillar cell, inner phalangeal cell, and
Deiters’ cells. These cells are arranged in a regular mosaic
pattern running along the length of the snail-like cochlea
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from base to apex. One of the most striking aspects of this
mosaic is that specific cell types are arranged in discreet rows.
The edge of the OC located closest to the modiolus is
composed of a single row of alternating inner hair cells and
inner phalangeal cells. The OC edge located closest to the stria
vascularis is composed of three rows of outer hair cells and
Deiters’ cells that are also arranged into a regular alternating
mosaic. Finally, the single row of inner hair cells and the three
rows of outer hair cells are separated by the tunnel of Corti,
which is a space delimited by a single row of inner pillar cells
and a single row of outer pillar cells. The formation of Corti’s
tunnel occurs after birth in the rat (Roth and Bruns 1992).
Despite the well-known morphology of the mature OC, data
on the development of this remarkable structure, particularly
during the neonatal period, are still sparse.
Hair cells and supporting cells are derived from a pool of
progenitors located in the dorsal wall of the cochlear duct,
which is formed by a thickened epithelium (Kelley 2006a).
Between E12 and E16 in mice, the cells that give rise the OC
exit the cell cycle to form a postmitotic neuroepithelial sheet
suspended in the spiral duct of the cochlea (Ruben 1967).
Terminal mitosis occurs in a gradient that begins in the apex
of the cochlear spiral and extends toward the base. This
gradient is mediated by the onset of an apical-to-basal
gradient of expression of p27kip1, a cyclin-dependent kinase
inhibitor (CKI) that functions as an inhibitor of cell-cycle
progression (Chen and Segil 1999; Lee et al. 2006). At E14,
p27kip1 protein expression is only found in a small part of the
dorsal epithelium. The pattern and timing of expression of
p27kip1 in the cochlea suggests that the gradient of cell-cycle
exit has an important role in limiting progenitor number
during the development of the OC (Lee et al. 2006).
On the basis of the number of cell layers, the dorsal
epithelium of the cochlea can be divided into two distinct
ridges of cells separated by a depression: the greater epithelial
ridge (GER) and the lesser epithelial ridge (LER; von Kölliker
1879; Weibel 1957; Thorn et al. 1978; Kelley and Bianchi
2002). The GER occupies approximately two thirds of the
dorsal wall of the duct on the modiolar border, whereas the
LER comprises the remaining third on the striolar edge.
However, whether the differentiation of this dorsal epithelium
takes place before or after the initiation of hair cell and
supporting cell differentiation is unclear. The precise location
of the non-proliferating cell zone with regard to these two
parts of the dorsal epithelium has also not been clearly
determined, as previously noted (Chen and Segil 1999).
Finally, the question of whether the OC is derived from the
cells of GER or LER or both is still debated (Pearson et al.
1973; Lim and Anniko 1985; Chen and Segil 1999). Recent
studies (Brooker et al. 2006; Kiernan et al. 2006; Murata et al.
2006) have revealed that Jagged1-mediated Notch1 signaling
is essential during early development for the establishment of
this zone of non-proliferating cells within the cochlear
epithelium. Furthermore, Notch signaling is thought to
mediate the differentiation of hair cells and supporting cells
arranged in a periodic pattern via lateral inhibition (Lanford et
al. 1999; Zhang et al. 2000; Brooker et al. 2006; Kiernan et
al. 2006; Murata et al. 2006; Takebayashi et al. 2007). Cells
destined to become hair cells express Notch ligands such as
Delta1 and Jagged2. These ligands activate the Notch
signaling pathway in adjacent cells, inhibiting these neighbor-
ing cells from becoming hair cells. Consequently, these cells
become supporting cells instead of hair cells.
In this study, we have systematically examined the
structure of the dorsal epithelium of the cochlea during the
development of the OC in rat embryos from the 16th day of
gestation (E16) to E19 by photonic and transmission electron
microscope. Cytochemical and immunocytological markers
of hair cells and supporting cells have also been employed to
investigate the initial steps of their differentiation by confocal
and transmission electron microscope. We show that the OC
develops from the non-proliferating cell zone that is located in
the junctional region between the GER and LER. During the
course of development, the cells of the OC appear in this
prosensory primordium according to a base-to-apex gradient.
The inner pillar cells are the first detectable cells of the OC;
they form at the boundary between the two ridges at E16. The
inner hair cells appear in the GER at E17, whereas the outer
hair cells are recognizable at E18 in the LER. At E19, the
various cells of OC are in place. Finally, we show that the
early differentiation of the inner pillar cells does not seem to
involve the activation of Notch signaling.
Materials and methods
Animals and OC explants
Animal handling was carried out in compliance with the
University of Liège Animal Care and Use Committee
guidelines that are in accordance with the declaration of
Helsinski. Wistar rats were bred in our animal facility.
Timed-mated pregnant Wistar rats were killed from E16 to
E19. The day of coitus was recorded as day 0 of gestation.
Embryos were removed from the uterus and transferred into
a glass Petri dish containing phosphate-buffered saline
(PBS: 154 mM NaCl, 1 mM KH2PO4, 3 mM Na2HPO4, pH
7.2). Watchmaker forceps were used to dissect the cochleae
under a stereomicroscope. The OC were then isolated, free
from surrounding tissues.
Preparation of OC for examination by light and electron
microscopy
The OC were fixed for 1 h at room temperature in a
solution composed of 2.5% glutaraldehyde in 0.1 M
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Sörensen’s buffer (0.2 M NaH2PO4, 0.2 M Na2HPO4, pH
7.4). After several washes in the same buffer, the samples
were sliced in three equal parts: base, middle, and apex.
The fragments were then postfixed for 60 min with 2%
osmium tetroxide, washed in deionized water, dehydrated
through graded ethanol (70%, 95%, 100%), and embedded
in Epon for 24–48 h at 60°C.
Semithin sections (1 µm thick) were obtained by means
of an ultramicrotome (Reichert Ultracut E) equipped with a
diamond knife. They were stained with 0.5% toluidine blue
in 1% carbonate sodium and examined in a Zeiss Axioplan
microscope.
For transmission electron microscopy, ultrathin sections
(700Å thick) were cut from the same blocks as those used
for the preparation of semithin sections. The ultrathin
sections were mounted on copper grids coated with
collodion and contrasted with uranyl acetate and lead
citrate for 5 min each before being examined under a Jeol
CX 100 II transmission electron microscope at 60 kV.
Data and statistical analysis
We observed 89 organs of Corti (8 at E16, 28 at E17, 30 at
E18, and 23 at E19) at three levels: basal, medial, and
apical. Three to four semithin sections were cut at each
level. The data from our observations were analyzed by
using a two way analysis of variance (ANOVA). The
Bonferroni post-test was used to compare parameters
between groups when appropriate. Statistical analysis was
performed by Graphpad Prism 4.00 software.
Immunocytochemistry
Cochleae were fixed for 30 min at room temperature in a
solution composed of 2% formaldehyde in Sörensen’s
buffer (pH 7.4). After several washes in the same buffer,
the samples were impregnated for 10 min at 37°C in 5%
gelatine in Sörensen’s buffer, incubated in five baths of
30% saccharose in Sörensen’s buffer (20 min each),
embedded in OCT compound (VWR International, Poole,
England), and incubated at −70°C in an isopentane bath.
Cryosections (7–10 µm thick) were obtained by means of a
cryostat (Leica CM 3050 S).
For immunolabeling, cryosections were rinsed in PBS
(140 mM NaCl, 2.6 mM KCl, 1.5 mM KH2PO, 16 mM
Na2HPO4, pH 7.4) and permeabilized for 10 min at room
temperature in 1% Triton X-100 in PBS. After being washed
in PBS, the sections were soaked for 30 min at 37°C in
10% normal goat or rabbit serum (NS) in PBS, immersed
for 35 min at 37°C in the primary antibody containing 5%
NS, washed in PBS, and immersed for 35 min at 37°C in a
solution containing the secondary antibody. In some case,
tetramethylrhodamine isothiocyanate conjugated to phalloi-
din (1:1000; Sigma) was added to the solution containing
the secondary antibody in order to stain F-actin. Finally, the
cryosections were rinsed in PBS and mounted with
Citifluor AF1 (Laborimpex, Brussels, Belgium). The
primary antibodies used were as follows: mouse anti-
p27kip1 antibody (1:100; BD Biosciences, Erembodegem,
Belgium), rabbit anti-p75ngfr antibody (1:100; Chemicon
International, Temecula, Calif., USA), rabbit anti-myosin
VI antibody (1:75; Tama Hasson, University of California
at San Diego, San Diego, Calif., USA), mouse anti-S100A1
antibody (1:100; Sigma), rabbit anti-cleaved-Notch1 anti-
body (1:30; cNotch, Cell Signalling Technology), goat anti-
notch1 antibody (1:100; Santa Cruz Biotechnology,
Bergheimer, Germany), goat anti-jagged2 antibody (1:100;
Santa Cruz Biotechnology), mouse anti-Math1 antibody
(1:50; Abcam, Cambridge, UK). The secondary antibodies
used were: goat anti-mouse Alexa 488, goat anti-rabbit
Alexa 594, and rabbit anti-goat Alexa 488, all from
Molecular Probes (Leiden, The Netherlands) and diluted
1:250. For immunolabeling with cNotch antibody, the
slides were incubated for 30 min at 80°C in 0.01 mol/
l citrate buffer (pH 6.8), washed in PBS, permeabilized for
10 min at room temperature in 1% Triton X-100 in PBS for
10 min, and incubated for 30 min at 37°C in 10% NS
before being treated with the primary antibody. For
immunolabeling with the Math1 antibody, cryosections
were rinsed in a TRIS-HCl buffer (50 mM TRIS base, pH
7.4), permeabilized for 10 min at room temperature in 1%
Triton X-100 in TRIS-HCl buffer, washed in PBS, soaked
for 30 min at 37°C in 5% NS in TRIS-HCl, immersed
overnight at 4°C in the primary antibody containing 5% NS,
washed in TRIS-HCl, and immersed for 35 min at 37°C in a
solution containing the secondary antibody. Control
experiments were carried out by replacing the primary
antibody with buffer. In some case, we used TO-PRO3
(1:5000; Molecular Probes, Leiden, The Netherlands) to
visualize the cell nuclei.
Slides were examined with a Biorad 1024 confocal
microscope (Carl-Zeiss, Jena, Germany). Acquisitions were
made by using either a ×40 or a ×63 objective. Optical
sections were analyzed with Software ImageJ 1.34 S.
For immunolabeling with myosin VI antibody, a DAB
(3,3’-diaminobenzidine tetrahydrochloride; Fluka, Buchs,
Switzerland)-labeling method was used. The cryosections
were rinsed in a saline TRIS buffer (TBS: 140 mM NaCl,
50 mM TRIS, pH 7.4) and incubated in 3% H2O2 for
30 min to remove endogenous peroxidase activity. After
being washed in TBS, the sections were permeabilized for
10 min at room temperature in 1% Triton X-100 in TBS
buffer, washed again in TBS, soaked for 30 min at 37°C in
10% NS in TBS, immersed for 35 min at 37°C in the
primary antibody (rabbit anti-myosin VI antibody; 1:75;
Tama Hasson, University of California at San Diego)
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containing 5% NS, washed in TBS, and immersed for
35 min at 37°C in a solution containing the secondary
antibody (anti-rabbit biotin; 1:1200; Invitrogen, Eugene,
Ore., USA). After further washes in TBS, the sections were
immersed for 1 h at room temperature in a solution
containing the streptavidin-peroxydase complex (1:2000;
Roche, Heidelberg, Germany). The color reaction was
performed with DAB substrate solution (0.02% DAB,
0.003% H2O2 in 50 mM TRIS-HCl, pH 7.3) for 10 min.
The sections were then washed in deionized water and
dehydrated through graded ethanol (70%, 95%, 100%).
Some sections were cleared in xylene, mounted with
Entellan (Merck, Darmstadt, Germany), and examined in
a Zeiss Axioplan microscope. Other sections were embed-
ded in Epon for 24–48 h at 60°C.
Semithin sections (1 µm thick) were obtained by means
of an ultramicrotome (Reichert Ultracut E) equipped with a
diamond knife. They were examined in a Zeiss Axioplan
microscope.
For transmission electron microscopy, sections (5000Å
thick) were cut from the same blocks as those used for the
preparation of semithin sections. The sections were
mounted on copper grids coated with collodion, contrasted
with uranyl acetate and lead citrate for 5 min, and examined
under a Jeol CX 100 II transmission electron microscope at
80 kV.
Detection of polysaccharides on semithin and ultrathin
sections
Polysaccharides were detected according to Thiéry (1967).
Semithin and ultrathin sections taken from glutaraldehyde-
fixed and Epon-embedded blocks were incubated for
15 min in the dark at room temperature in 3% aqueous
solution of periodic acid (Sigma, Bornem, Belgium). After
being rinsed in deionized water, the sections were incubated
for 24 h in 0.2% thiocarbohydrazide (Merck, Overijse,
Belgium) diluted in 20% acetic acid (UCB, Leuven,
Belgium), rinsed in decreasing solutions of acetic acid
(10%, 5%, 2.5%), and finally in deionized water. Sections
were incubated for 60 min in 1% silver proteinate (Sigma)
in the dark, washed in deionized water, and air-dried. For
controls, the periodic acid, thiocarbohydrazide, or silver
proteinate steps were omitted.
Results
Morphological and ultrastructural analysis of OC
development from E16 to E19 in rat
To follow the different steps of the OC formation in the
cochlear canal successively, we examined semithin sections
in the base, the middle, and the apex of 89 samples taken
from rat embryos from E16 to E19. Furthermore, the
analyses of ultrathin sections allowed us to complete and/or
to define more precisely some observations obtained on
semithin sections.
No recognizable OC was ever observed at E16 (Fig. 1a–c).
In the dorsal wall of the cochlear duct, a tall columnar
epithelium formed several layers of nuclei. However, in the
basal and medial region of the cochlea (Fig. 1a, b), a
depression separated the dorsal epithelium into two distinct
parts. The region located closest to the modiolus was formed
by five to six layers of nuclei, whereas the other region,
situated at some distance from the modiolus, comprised three
to four layers of nuclei. These two regions corresponded to
GER and LER, respectively. Under the LER nearest to the
GER, we identified the spiral vessel in the underlying
connective tissue.
In ultrathin sections, we observed that all the cells of the
dorsal epithelium came into contact with the basal
membrane whatever the region concerned. On the other
hand, the apical pole of cells from GER presented
numerous long microvilli, whereas those of LER exhibited
only a few short microvilli, except for the seven to eight
cells closest to GER that were similar to the cells from the
GER (Fig. 2a, b).
By E17 (Fig. 1d–f), GER and LER were obvious in the
three parts of the cochlea. In the base and the middle of the
cochlea, the number of layers of nuclei in both GER and
LER was reduced compared with that observed at E16. At
the transition between GER and LER in the middle and
base of the cochlea, we sometimes also observed a cell
spreading over the whole height of the epithelium and
possessing a nucleus in the basal position. This observation
was more frequent in the base (25 of 61 semithin sections,
see Table S1 in Electronic supplementary materials) than in
the middle (7 of 28 semithin sections, see Table S1 in
Electronic supplementary materials; Fig. 1d, e, arrowhead).
At the ultrastructural level, this cell was characterized by
the presence of non-contrasted material in its cytoplasm
(Fig. 3). In addition to this tall cell, we could identify a
future inner hair cell on the basis of the layout of the cells
and the position of their nuclei in the dorsal epithelium in a
few basal region of the cochlea (Fig. 4a). This inner hair
cell was located at the striolar end of the GER.
At E18 (Fig. 1g–i), the inner and outer hair cells were
recognizable in most of the semithin sections from the base
and middle of the cochlea. By contrast, in the apex, the OC
could not be recognized, and we could only discern GER
and LER (Fig. 1i). Quantitative analysis (Fig. 4a, b)
revealed that, at the base, the inner hair cells and the outer
hair cells could be readily seen in almost all of semithin
sections examined. In the middle, the same cells were
identifiable in 75 and 65 out of 99 semithin sections studied
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(see Table S1 in Electronic supplementary materials). In
ultrathin sections, the apical region of hair cells was
characterized by the presence of a cuticular plate under
the plasma membrane and immature stereocilia (see Figure
S1 in Electronic supplementary materials).
By E19 (Fig. 1j–l), the various cell types of the OC were
clearly present in most of the semithin sections from the
base and middle of the cochlea, whereas the OC could
never be detected in the apex (Fig. 1l). Interestingly, we
observed that the inner pillar cell was larger than the outer
pillar cell (Fig. 5a). At the ultrastructural level, the inner
pillar cells, and not the outer pillar cells, accumulated large
amounts of non-contrasted material in their supranuclear
region (Fig. 5b).
Localization of prosensory region within dorsal epithelium
In previous studies (Chen and Segil 1999; Lee et al. 2006),
the OC has been shown to develop from a band of non-
proliferating cells situated in the dorsal epithelium. This cell
band is specifically labeled by an antibody to p27kip1, a
CKI that has been implicated in the exit of cochlear
progenitors from the cell cycle.
To identify the precise location of this band in the dorsal
epithelium and, in particular, in accordance with the
distinction of GER/LER, we carried out double-labeling
with p27kip1 and phalloidin. The latter acted as a marker for
F-actin for the detection of hair cells via the presence of
stereocilia. In the present study, phalloidin allowed us to
detect the presence of numerous microvilli at the surface of
cells from GER and of a few cells from LER closest to
GER. Under these conditions (Fig. 6a–c), we were able to
show that, at E16, the p27kip1-positive band contained cells
from the GER/LER transitional region. More specifically,
the largest part of this band comprised cells from LER
closest to the depression, and the remaining part was
composed of a few GER cells covered with microvilli and
situated at the border in the depression. When hair cells
were recognizable, p27kip1 labeling was only present in
supporting cells, excluding the hair cells (see Figure S2 in
Electronic supplementary materials).
Characterization of first identifiable OC cell
To determine the nature of the first identifiable cell of the
OC, we carried out immunolabeling of cryosections from
46 cochleae from E16 to E19 by using various markers for
the different cell types. As hair cells are reported to be the
first identifiable differentiated cell types in the cochlear
prosensory region (Kikuchi and Hilding 1965; Anniko
Fig. 1 Morphological analysis
ot the dorsal epithelium of the
cochlear duct from E16 to E19.
Semithin sections from the base
(a, d, g, j), middle (b, e, h, k)
and apex (c, f, i, l) of the
cochlear duct at E16 (a-c), E17
(d–f), E18 (g–i), and E19 (j–l).
All sections are stained with
toluidine blue and oriented in
the same way (left modiolar
region, bottom dorsal wall of the
cochlear duct). Arrowhead De-
pression of dorsal epithelium,
star mitosis, GER greater epi-
thelial ridge, LER lesser epithe-
lial ridge, I inner hair cell, O
outer hair cell, H phalangeal
cell, D Deiters’ cell, P inner
pillar cell, U outer pillar cell, V
spiral vessel. Bars 12 µm
Cell Tissue Res (2009) 337:1–14 5
1983), we used antibodies to myosin VI and to Math1, two
of the earliest definitive markers of developing hair cells
(Hasson and Mooseker 1997; Montcouquiol and Kelley
2003; Woods et al. 2004; Kelley 2006a). Under these
conditions, no labeling was observed before E18, even at
the ultrastructural level (Fig. 7a–d; see also Figure S4,
Figure S5 in Electronic supplementary materials). At this
embryonic stage, positive labeling could be found in hair
cells in the base and middle of most examined cochleae,
first in the inner hair cells and subsequently in the outer hair
cells (Fig. 7a–d, see also Figure S4, Figure S5 in Electronic
supplementary materials). However, the first identifiable
cell of the OC was never positive for myosin VI or for
Math1.
The cytoplasm of the first identifiable cell observed on
ultrathin sections contained material similar to that ob-
served in the inner pillar cells at E19 ((Malgrange et al.
2002); present study) suggesting that this first identifiable
cell was a pillar cell. To test this hypothesis, we first used
an antibody to p75ngfr, a marker specific for pillar cells
(Von Bartheld et al. 1991; Gestwa et al. 1999; Sano et al.
2001: Mueller et al. 2002; Woods et al. 2004). Positive
p75ngfr labeling was observed in the first identifiable cell of
the OC (Fig. 7e, f). However, the p75ngfr labeling occurred
from E17 in a relatively broad band of cells on the base of
the cochleae (data not shown; Mueller et al. 2002) and
became restricted to the future inner pillar cells only from
E18 in the base and middle of the cochleae (Fig. 7e, f).
When using an antibody to S100A1, a marker specific for
inner hair cells, inner phalangeal cells, and Deiters’ cells
(Coppens et al. 2001; Woods et al. 2004), no signal was
found in the first identifiable cell of the OC (see Figure S3
in Electronic supplementary materials).
As pointed out in several studies (Hilding et al. 1977;
Lim and Rueda 1990; Kawamata and Igarashi 1993; Prieto
et al. 1995; Bianchi et al. 1999; Rueda et al. 2003), pillar
cells accumulate large amounts of polysaccharides. We
therefore decided, subsequently, to apply the periodic acid-
thiocarbohydrazide-silver proteinate method (Thiery 1967),
a cytochemical technique known to detect polysaccharides
in biological material. On semithin sections (Fig. 8a), we
observed a black precipitate on the first identifiable cell
from E17 in the base and middle of the cochleae. The
intensity of the silver deposit progressively increased until
Fig. 2 Morphological differences within the dorsal epithelium of the
cochlear duct at E16. a Semithin section from the base of the cochlear
duct at E16 (GER greater epithelial ridge, LER lesser epithelial ridge);
toluidine blue staining. b Apical detail of a serial section from the
boxed area in a at the ultrastructural level (arrowhead depression of
dorsal epithelium, arrow transition between zone with numerous
microvilli and zone with few microvilli). Bars 12 µm
Fig. 3 Ultrastructural morphology of the cell located at the transition
between GER and LER at E17 (arrowhead depression of dorsal
epithelium, dashed arrow non-contrasted material). Bar 2 µm
b
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E19 (Fig. 8b). At this developmental stage, the inner pillar
cells were strongly labeled by this method. In addition, on
ultrathin sections, we showed that silver grains were present
as early as E16 in a cell that was exactly located in the
depression of the dorsal epithelium, i.e., at the location of
the first identifiable cell in the OC (Fig. 9).
Notch signaling is not activated in inner pillar cells
The sensory patch in the cochlear epithelium is a mosaic of
hair cells and supporting cells. Notch signaling is thought to
govern this pattern of differentiation through lateral
inhibition (Lanford et al. 1999; Brooker et al. 2006).
To examine whether Notch signaling is involved in the
early differentiation of pillar cells, we performed immuno-
labeling analysis with an anti-notch1 antibody and an anti-
jagged2 antibody. At E19, jagged2 was expressed in all hair
cells and notch1 in all supporting cells (see Figure S5 in
Electronic supplementary materials). These results were
consistent with those previously reported (Kelley 2006a;
Lanford et al. 1999). However, with anti-cNotch, an
antibody specifically recognizing the intracellular domain
of Notch1 cleaved by presenilin/γ-secretase activity
(Tokunaga et al. 2004; Murata et al. 2006), activated
Notch1 clearly started to be expressed in all the supporting
Fig. 4 Hair cell identification in cochlear duct from E16 to E19.
Quantitative analysis of sections exhibiting obvious inner hair cells (a)
and outer hair cells (b) at the base, middle, and apex of the dorsal
epithelium from rat cochlea from E16 to E19. To compare parameters
between groups when appropriate, the Bonferroni post-test (P<0.05)
was used after a two-way ANOVA. Statistical significance is observed
in all groups between E17 and E19 (n number of semithin sections
examined). Results are means±SEM (see also Table S1 and Statistical
analysis in Electronic supplementary materials)
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cells of the developing OC at E19, except for the inner
pillar cells (Fig. 10a–d). Identical results were obtained at
E18 (data not shown).
Discussion
The present study has focused on the development of the
OC from E16 to E19 in the rat. During this short period of
time, we show that the OC forms within the dorsal
epithelium of the cochlear duct. Our results highlight
several early steps in the development of the OC.
GER/LER discrimination within dorsal epithelium precedes
OC identification
Based on their position within the epithelium, we demon-
strate that, in rat, the various cell types of the OC become
identifiable in most preparations by E18. This observation
is in agreement with previous studies of the rat (Romand et
al. 1993; Zine and Romand 1996; Mu et al. 1997). We also
note that the OC is no longer identifiable in the apical
region of the cochlea at E19. As previously reported in rat
(Mu et al. 1997) and in mice (Sher 1971; Anniko 1983;
Lim and Anniko 1985), the differentiation of the OC in the
apical segment of the cochlea occurs later during morpho-
genesis. This result is consistent with the finding that the
development of the OC progresses in a wave that extends
along the basal-to-apical axis of the cochlea (Rubel 1978).
On the other hand, our histological results reveal that,
before the appearance of the OC, the dorsal epithelium of
the cochlear duct differentiates into two distinct regions
separated by a depression: the GER closest to the modiolus
and the LER closest to the stria vascularis (Fig. 11). In
addition to a larger number of nucleus strata, the GER can
be distinguished from the LER by the presence of well-
developed microvilli on the apical surface of its cells.
Fig. 5 General view of Corti's organ at E19. a Semithin section from
the base of the cochlear duct at E19; toluidine blue staining. b
Ultrastructural view of a serial section of the boxed area in a. Note
that the sections pass through four nuclei of Deiters’ cells, but there is
no extra row of Deiters’ cells (arrowheads depression of dorsal
epithelium, dashed arrows non-contrasted material, I inner hair cell, O
outer hair cell, H phalangeal cell, D Deiters’ cell, P inner pillar cell, U
outer pillar cell, V spiral vessel). Bars 16 µm
Fig. 6 Immunolabeling of the dorsal epithelium of the cochlear duct
at E16. a, b Localization of the prosensory region within the dorsal
epithelium at E16 by using p27kip1 (a, green) and phalloidin (b, red). c
Merged image (arrowhead depression of dorsal epithelium, arrow
transition between zone with numerous microvilli and zone with few
microvilli, GER greater epithelial ridge, LER lesser epithelial ridge).
Bars 16 µm
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Interestingly, we show further that the seven to eight cells
of the LER closest to the GER present the same
differentiation of their apical surface as those of the GER.
Prosensory domain straddles the GER and LER
The OC has previously been shown to develop from a
population of non-proliferative cells within the dorsal
epithelium (Kelley 2006b, 2007). The CKI p27kip1 has also
been identified as a major factor in the exit of cochlear
progenitor cells from the cell cycle (Chen and Segil 1999;
Lowenheim et al. 1999; Lee et al. 2006). Using p27kip1 as
molecular marker for the progenitor cells and phalloidin as
a marker for microvilli, we have revealed that the
prosensory domain lies in the transitional region between
the GER and LER (Fig. 11). More specifically, the region
that will give rise to the OC, the prosensory domain,
encompasses the outermost GER cells and the few LER
cells presenting well-developed microvilli.
Inner hair cells derive from cells within the GER,
whereas outer hair cells derive from cells within the LER
Our histological results and our immunofluorescence
labeling obtained using myosin VI and Math1, two of the
earliest markers for hair cells (Montcouquiol and Kelley
2003; Woods et al. 2004), clearly indicate that hair cells are
identifiable from E18 at the base and middle of rat
cochleae, even if, in a few rare preparations, some hair
cells can be observed as ealy as E17 at the base (Fig. 11). In
developing hair cells at E18, we have confirmed, at the
ultrastructural level, the presence of a cuticular plate under
the plasma membrane in their apical region. We have also
demonstrated that hair cells appear in two gradients. First, a
basal-to-apical gradient is evident. Hair cell development in
the basal region of the cochlea precedes that in the medial
region. A second gradient progresses in a wave that extends
along the modiolar-to-striolar axis with inner hair cells
differentiating prior to the first row of outer hair cells, and
the first row of outer hair cells differentiating prior to the
second row outer hair cells, and so forth. These gradients
are consistent with those previously reported in morpho-
logical and molecular studies (Sher 1971; Rubel 1978;
Igarashi and Ishii 1980; Anniko 1983; Sobin and Anniko
1984; Pirvola et al. 1991; Romand et al. 1993; Mu et al.
1997; Chen and Segil 1999).
However, both inner and outer hair cells have previously
been suggested to derive from either the LER (Pearson et
al. 1973) or the GER (Chen and Segil 1999) or the GER
and LER (Lim and Anniko 1985). The present results
clearly show that the inner hair cells develop in the inner
part of the prosensory domain, namely in the GER part of
the prosensory domain, whereas the outer hair cells
develop in the LER part of the prosensory domain. As
represented in the Fig. 11, the OC thus seems to develop
from progenitor cells within both the GER and LER. The
progenitor cells within the GER develop into the inner hair
cells and probably inner phalangeal cells, whereas the
progenitor cells within the LER develop into the outer hair
cells and probably Deiters’ and outer pillar cells.
Inner pillar cells are identified in prosensory domain
before hair cells
Previous morphological studies have reported that the first
cells to develop characteristics consistent with a specific
cellular phenotype are the inner hair cells. This occurs
Fig. 7 Immunolabeling of the dorsal epithelium of the cochlear duct
from E18 to E19. a–d Localization of hair cells by using myosinVI
(a, b, red) or Math1 (c, d, purple) from E18 (a, c) to E19 (b, d). e, f
Localization of pillar cells by using p75ngfr (red) at E18 (e) and E19
(f). p27kip1 localizes the prosensory region (e) and the supporting cells
(f). Nuclei are stained with TO-PRO3 (c–f, blue). Arrowheads
Depression of dorsal epithelium, I inner hair cell, O outer hair cell,
H phalangeal cell, D Deiters’ cell, P inner pillar cell, U outer pillar
cell, N extensions of the spiral ganglia. Bars 16 µm
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around E15 in mouse, as observed by transmission electron
microscopy (Anniko 1983), and at E18 in rat, as revealed
by using phalloidin staining or scanning electron micros-
copy (Romand et al. 1993; Zine and Romand 1996).
Surprisingly, in the present study, we show that the first
identifiable cells within the prosensory domain are not hair
cells but rather inner pillar cells (Fig. 11). They always
appear at the boundary between the GER and LER. Based
on their position within the epithelium, we can identify
them in semithin sections at E17. By electron microscopy,
we can even identify them at E16 because of their
cytoplasmic accumulation of polysaccharides. Thus, in rat,
the inner pillar cells are identifiable at least one day before
the hair cells. In the OC in mice, p75ngfr is initially
expressed in a band of progenitor cells from E15 and
becomes restricted to the inner pillar cells around E17 (Mueller
et al. 2002; Woods et al. 2004). In this work, p75ngfr-positive
cells are only found in the cochlear epithelium from E18.
Taken together, we are tempted to speculate that this
discrepancy results from differences in the developmental
timing between species. However, the difference observed
from the previous morphological data might stem at least
from the better resolution obtained when semithin sections of
glutaraldehyde-fixed and Epon-embedded cochlea are used
and/or from the choice of marker for the pillar cells. Indeed,
the presence of polysaccharides in the pillar cells has been
repeatedly reported in various mammalian species (Hilding et
al. 1977; Lim and Rueda 1990; Kawamata and Igarashi 1993;
Prieto et al. 1995; Bianchi et al. 1999). In rat, such sugars
have been detected preferentially in pillar cells from E18 to
Fig. 8 Characterization of the
first identifiable cell of Corti's
organ. Semithin section from the
base of the cochlear duct at E17
(a) and E19 (b); polysaccharide
detection with the periodic acid-
thiocarbohydrazide-silver
proteinate method (arrowheads
depression of dorsal epithelium,
dashed arrows silver precipi-
tates, GER greater epithelial
ridge, LER lesser epithelial
ridge, I inner hair cell, O outer
hair cell, H phalangeal cell, D
Deiters’ cell, P inner pillar cell,
U outer pillar cell, V spiral
vessel). Bars 16 µm
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Fig. 9 Ultrastructural characterization of
the first identifiable cell of Corti's organ at
E16; polysaccharide detection with the
periodic acid-thiocarbohydrazide-silver
proteinate method (arrowhead depression
of dorsal epithelium, dashed arrow silver
precipitates). Bar 2 µm
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postnatal day 8 (Hilding et al. 1977; Prieto et al. 1995). We
show here, for the first time, that the inner pillar cells begin to
accumulate polysaccharides from E16. Further experiments
are now required to define the nature of these polysaccharides
and to determine their role in the development of the inner ear.
Interestingly, we can only identify the inner pillar cells
after the differentiation of the dorsal epithelium into the two
distinct ridges, i.e., GER and LER. However, we do not
exclude the possibility that the development of inner pillar
cells could play a role in the development of the depression
that separates the GER and LER.
Does early commitment of inner pillar cells involve Notch
signaling?
Our results indicate that the inner pillar cells develop before
the hair cells. Notch signaling is generally assumed to
mediate the differentiation of hair cells and supporting cells
within the prosensory patch via lateral inhibition (Lanford
et al. 1999; Zhang et al. 2000; Kiernan et al. 2005; Brooker
et al. 2006; Murata et al. 2006). The development of
supporting cells is also dependent on inductive signals
generated by hair cells (Woods et al. 2004). However,
morphologically, the only site within the OC in which
supporting cells do not alternate with hair cells is the
transitional region between the inner and outer hair cells;
this includes the inner phalangeal cell and the two pillar
cells. Moreover, our results indicate that, even if Notch1
and its Jagged2 ligand are present, Notch1 signaling is not
activated in the inner pillar cells when the OC develops. An
activation of Notch1 signaling is detected in all the other
supporting cells. This result is consistent not only with the
finding that pillar cell numbers are neither decreased nor
increased in any of Notch mutants studied until now
(Lanford et al. 1999; Zhang et al. 2000; Kiernan et al.
2005; Brooker et al. 2006; Murata et al. 2006), but also
with a recent study (Doetzlhofer et al. 2009) suggesting that
pillar cell identity is maintained by the expression of the
basic helix-loop-helix transcription factor, Hey2, whose
expression does not require Notch signaling. Likewise, in
the mouse cochlea at E18, the gene Lfng, which encodes an
extracellular modulator of the Notch signaling pathway,
appears to be expressed in all the supporting cells of the
OC, except for the inner pillar cells (Zhang et al. 2000).
The removal of an inner hair cell from embryonic mouse
organs of Corti, even at time points as early as E16, does
not change the surrounding cells, i.e., inner pillar cell or
inner phalangeal cell, from a supporting cell to a hair cell
fate (Kelley et al. 1995). Together, these data lead to the
Fig. 10 Notch signaling is not activated in the inner pillar cells. a–c
Immunolabeling of Corti's organ at E19 using p27kip1 (a, green) and
cNotch (b, red). Nuclei are stained with TO-PRO3 (c, blue). d Merged
image showing cNotch and p27kip1 co-localization in yellow (arrowhead
depression of dorsal epithelium, I inner hair cell, O outer hair cell, H
phalangeal cell, D Deiters’ cell, P inner pillar cell, U outer pillar cell).
Bars 16 µm
Fig. 11 Representation of OC development at the base of cochlear
duct. Prior to the differentiation of Corti's organ, a prosensory domain
(between the arrows) is determined in the dorsal epithelium of the
cochlear duct. The latter is defined by the presence of p27kip1 and
numerous microvilli (black line). In addition, it straddles the GER and
LER. At E16, the inner pillar cell (red), the first identifiable cell of
Corti's organ, appears at the transition between the GER and LER. At
E17, the inner hair cell (purple) starts its differentiation, and at E18,
all the cells of Corti's organ are recognizable. Note that all the
supporting cells (brown) are labeled with cNotch except for the inner
pillar cell (gray line epithelium with few microvilli)
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suggestion that inner pillar cells have unique stem-cell-like
properties in the developing OC.
Our results imply that inner pillar cells might be
committed early in the cochlea. However, the molecular
factors that play a role in pillar cell development are, in
large part, unknown. One signaling pathway that has been
implicated in pillar cell development is the fibroblast
growth factor (FGF) signaling pathway. Deletion of
Sprouty2, a negative regulator of FGF signaling, results in
an overproduction of pillar cells (Shim et al. 2005).
Furthermore, deletion or inhibition of signaling by FGFR3,
one of four tyrosine-kinase receptors, leads to the inhibition
of the differentiation of the pillar cells (Colvin et al. 1996;
Mueller et al. 2002; Shim et al. 2005; Hayashi et al. 2007).
Puligilla et al. (2007) have reported the absence of inner
pillar cells in FGFR3-/- mice and a significant disruption in
the differentiation of outer pillar cells, outer hair cells, and
Deiters’ cells. Finally, Doetzlhofer et al. (2009) have
recently shown that pillar cells are distinguishable from
other cell types of the OC by Hey2 expression, which is
Notch-independent but is activated by the FGF signaling
pathway. Taken together, these and our results support the
view that inner pillar cells play a central role in OC
development. However, at present, we know little about the
downstream molecular events that regulate FGF signaling
in cochlea. Other experiments are now required to unravel
the mechanisms that control the cell fate of pillar cells,
especially inner pillar cells, in this tissue.
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1
Figure S2. Ultrathin section in the base of cochlear duct at E18. The apical region of outer hair (O) 
cells is characterized by the presence of a cuticular plate (C) under the plasmic membrane and 
immature stereocilia (St). Scale bar: 0,5µm.
1
2
Figure S2. Immunolabelling of a section in the base of cochlear duct at E19 using phalloidin (red) 
and p27kip1  (green).  Arrow: depression of the dorsal epithelium; I: inner hair cell; O: outer hair cell; H: 
phalangeal cell; D: Deiters' cell; IP: inner pillar cell; OP: outer pillar cell; V: spiral vessel. Scale bar: 16µm.
3
Figure S3. Immunolabelling of a section in the base of cochlear duct 
at E19 using phalloidin (red) and S100A1 (green). Arrow: depression of 
the dorsal epithelium; I: inner hair cell; O: outer hair cell; H: phalangeal 
cell; D: Deiters' cell; IP: inner pillar cell; OP: outer pillar cell; V: spiral 
vessel. Scale bar: 16µm.

5
Figure S5. A-B : Immunolabelling of sections in the base of cochlear duct at E19 using notch1 (A, 
green), jagged2 (B, green), phalloidin (A-B, red) and TO-PRO3 (A-B, blue). Arrow: depression of the 
dorsal epithelium; I: inner hair cell; O: outer hair cell; IP: inner pillar cell; OP: outer pillar cell; V: spiral vessel.  
Scale bar: 16µm.
6
Table S1 : Data for the quantitative study. 89 organs of Corti were observed at three levels (base, 
middle and apex) : 8 at E16, 28 at E17, 30 at E18 and 23 at E19. For each level, 3-4 semithin 




IHC: inner hair cell; OHC: outer hair cell
9 | Présence d’une transition
épithélio-mésenchymateuse partielle
durant la morphogénèse post-natale
de l’organe de l’audition chez le rat
Si la mise en place des différents types cellulaires de l’organe de Corti est un évènement
relativement rapide durant le développement embryonnaire des mammifères (Kelley, 2007),
l’organe de l’audition ne sera fonctionnel qu’aux alentours de P12 chez le modèle murin,
soit quasiment 15 jours après l’apparition des cellules sensorielles et de soutien (Akil et al.,
2016). Chez le rat, la pleine maturité de l’organe sera atteinte autour de P25 (Whitlon,
1993). Durant sa maturation, plusieurs modifications morphologiques vont survenir. Les plus
impressionnantes sont les ouvertures des espaces intercellulaires, à savoir le tunnel de Corti
et les espaces de Nuel, qui sont concomitantes avec les changements de forme des cellules de
soutien prenant place aux alentours de P12 chez le rat (Roth et Bruns, 1992a,b).
Durant cette période de maturation et de remodelage de l’organe sensoriel, Whitlon (1993)
a observé une disparition de E-cadhérine au niveau des faces latérales des cellules piliers, des
cellules de Deiters et des cellules sensorielles externes chez la souris à partir de P7. D’autre
part, la présence de vimentine au sein de l’organe de Corti en développement a été rapportée
ponctuellement (Kuijpers et al., 1992; Wikström et al., 1988). Ces différents éléments suggèrent
la possible implication d’une EMT (voir 6.2) durant la maturation de l’organe de Corti.
Afin de vérifier cette hypothèse, nous avons d’abord analysé en microscopie optique
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le développement morphologique de l’organe de Corti chez le rat entre E18 et P25.
Nous avons ensuite étudié la distribution de plusieurs marqueurs connus des EMT, des
molécules d’adhésion cellulaire et des filaments intermédiaires, durant la même période
de maturation de l’organe l’audition. Pour ce faire, nous avons appliqué des méthodes
de marquages en immunofluorescence sur des cryosections de cochlées avec plusieurs
anticorps anti-cytokératine et également des anticorps anti-vimentine, anti-E-cadhérine et
anti-caténine-β .
Nous montrons ainsi que la E-cadhérine est bien présente dans les cellules de l’organe
de Corti entre E18 et P25, surtout au niveau des parties latérales de leur membrane. Ces
résultats sont en accord avec ce qui avait été observé chez la souris (Whitlon, 1993) et chez
le rat (Simonneau et al., 2003). Néanmoins, notre étude systématique nous permet d’être
les premiers à montrer que la E-cadhérine disparaît au niveau des membranes latérales des
cellules piliers et des cellules de Deiters à partir de P8, période durant laquelle les espaces
intercellulaires se forment. Suivant la disparition localisée de la E-cadhérine, la présence de
caténine-β diminue également à partir de P12.
Notre analyse des marquages en immunofluorescence révèle la présence de cytokératines
dans les cellules de l’organe de Corti, avec l’exception notable des cellules sensorielles, entre
E18 et P25. Ces observations sont en accord avec d’autres études réalisées plus ponctuellement
chez le rat (Kuijpers et al., 1992) et d’autres mammifères (Arnold et Anniko, 1990; Mogensen
et al., 1998; Sakuma, 1998). Il est particulièrement intéressant de noter que nous observons
une augmentation temporaire de la présence de cytokératine dans les cellules de soutien
aux alentours de P10, peu après l’ouverture des espaces intercellulaires. Cette augmentation
pourrait être une réponse aux profondes modifications morphologiques que subissent les
cellules de soutien durant cette période. Il est connu que le rôle des filaments intermédiaires
ne se limite pas à une participation à la plasticité cellulaire. En effet, ils possèdent également
une fonction dans la promotion de l’organisation cellulaire et de l’homéostasie en réponse à
un stress cellulaire (Herrmann et al., 2009b; Toivola et al., 2010).
Bien que la vimentine ne soit pas un filament intermédiaire spécifique des cellules
épithéliales mais un marqueur de cellules d’origine mésenchymateuses (Eriksson et al., 2009),
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notre analyse montre néanmoins sa présence dans les cellules de soutien de l’organe de Corti
durant son développement. Contrairement à d’autres études (Bauwens et al., 1991; Oesterle
et al., 1990), nous n’observons plus de vimentine dans les cellules de soutien de l’organe de
l’audition adulte. En revanche, sa présence entre P8 et P10, dans l’ensemble des cellules de
soutien semble indiquer que le rôle de la vimentine ne se limite pas uniquement aux cellules
impliquées dans la formation des espaces intercellulaires mais qu’elle pourrait avoir un rôle
plus général dans la maturation de l’organe de l’audition.
L’ensemble des résultats que nous avons obtenus indique clairement qu’une EMT partielle
participerait au remodelage de l’organe de Corti. Cette EMT, qui implique les cellules de
soutien, prend place lors d’une période critique du développement de l’organe de l’audition, à
savoir l’ouverture des espaces intercellulaires et l’acquisition de sa morphologie définitive.
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Abstract The epithelial–mesenchymal transition (EMT)
plays a crucial role in the differentiation of many tissues
and organs. So far, an EMT was not detected in the
development of the auditory organ. To determine whether
an EMT may play a role in the morphogenesis of the
auditory organ, we studied the spatial localization of sev-
eral EMT markers, the cell–cell adhesion molecules and
intermediate filament cytoskeletal proteins, in epithelium
of the dorsal cochlea during development of the rat Corti
organ from E18 (18th embryonic day) until P25 (25th
postnatal day). We examined by confocal microscopy
immunolabelings on cryosections of whole cochleae with
antibodies anti-cytokeratins as well as with antibodies anti-
vimentin, anti-E-cadherin and anti-b-catenin. Our results
showed a partial loss of E-cadherin and b-catenin and a
temporary appearance of vimentin in pillar cells and
Deiters between P8 and P10. These observations suggest
that a partial EMT might be involved in the remodelling of
the Corti organ during the postnatal stages of development
in rat.
Keywords EMT  Cytoskeleton  Organ of Corti 
Development
Introduction
An epithelial–mesenchymal transition (EMT) is a biologi-
cal process that allows a polarized epithelial cell to
undergo multiple biochemical changes that enable it to
assume a mesenchymal cell phenotype (Kalluri and
Weinberg 2009; Savagner 2010; Thiery et al. 2009). Dur-
ing this process, epithelial cells loosen cell–cell adhesion,
module their polarity and rearrange their cytoskeleton:
intermediate filaments typically switch from cytokeratin to
vimentin. They also enhance their motility capacity. The
EMT plays key roles in the formation of the body plan and
in the differentiation of multiple tissues and organs but it is
also involved in tissue repair, tissue homeostasis, fibrosis,
and carcinoma progression (Thiery et al. 2009).
Until now, EMT has been rarely mentioned in the inner
ear organogenesis. In chick, EMT has been reported as a
possible mechanism of semicircular canal morphogenesis
(Kobayashi et al. 2008). More recently, an in vitro study has
also indicated that sensory epithelial cells from mouse utricle
can undergo an EMT to become cells expressing features of
prosensory cells (Zhang and Hu 2012). By contrast, EMT has
never been observed during auditory organ morphogenesis.
Auditory perception in mammals is mediated through a
sensory epithelium, known as the organ of Corti (OC),
located within the coiled cochlea in the ventral region of the
inner ear (Kelley 2006; Kelley et al. 2009; Sato et al. 1999).
The OC composed of two basic cell types: mechanosensory
hair cells and nonsensory supporting cells. Hair cells are
arranged into a single row of inner hair cells and three rows of
outer hair cells. The population of supporting cells includes
several highly specialised cell types: inner pillar cells, outer
pillar cells, Deiters cells and phalangeal cells. These cells are
arranged in a regular mosaic pattern running along the length
of the snail-like cochlea from base to apex. The inner pillar
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cells and outer pillar cells combine to form the tunnel of
Corti, a fluid filled triangular space that separates the single
row of inner hair cells from the first row of outer hair cells.
The Nuel spaces are another interval in the OC that is situated
between the outer pillar cells and the different rows of outer
hair cells and Deiters cells.
The establishment of the OC is complex and the molecular
mechanisms permitting its development are still little known
(Mu et al. 1997; Kelley 2007). In rats, the OC grows up
between E16 (16th embryonic day) and E18 from a band of
epithelial cells located on the dorsal face of the cochlear duct
(Thelen et al. 2009). This band of cells engaged in the
development of the auditory organ has been also called zone
of non-proliferating cells (ZNPC) because it is specifically
labelled by p27Kip1, a cyclin-dependent kinase (CDK)
inhibitor (Chen and Segil 1999). The different cells of the
Corti organ are in place at E18 (Thelen et al. 2009). However,
its development will be achieved around P25 (25th postnatal
day) (Whitlon 1993). The most conspicuous maturational
changes take place before P12 (Roth and Bruns 1992a, b).
These changes are the formation of the Corti tunnel, of the
Nuel spaces and the change in cell shape of the hair cells.
Concomitantly to these striking changes that require pro-
found cellular rearrangements, a loss of E-cadherin on the
lateral surfaces of pillar, outer hair and, Deiters cells which
lie adjacent to fluid spaces has been reported in mouse from
P7 (Whitlon 1993). Likewise, a presence of vimentin has
been detected in OC during mouse prenatal (Wikstrom et al.
1988) and rat postnatal (Kuijpers et al. 1992) developmental
stages. Together these data suggest that an EMT could be
involved in the OC development.
In order to know whether an EMT plays a role in the
auditory organ morphogenesis, we investigated the spatial
localization of different EMT markers, cell–cell adhesive
molecules and intermediate filaments, in the dorsal epi-
thelium of the cochlea during the development of Corti
organ in rat from E18 up to P25. We analysed by confocal
microscopy immunolabelings on entire cochlea’s cryosec-
tions with various anti-cytokeratin antibodies as well as
antibodies anti-vimentin, anti-E-cadherin and anti-b-cate-
nin. Our results show a partial loss of E-cadherin and
b-catenin and a temporary appearance of vimentin in pillar
cells and Deiters cells between P8 and P12. These obser-
vations suggest that a partial EMT may be responsible for
opening of Corti tunnel and Nuel spaces.
Materials and methods
Animals and OC explants
Animal handling was carried out in compliance with the
University of Liège Animal Care and Use Committee
guidelines that are in accordance with the declaration of
Helsinki. Wistar rats were bred in our animal facility.
Time-mated pregnant Wistar rats were killed from E18 to
P25. The day of coitus was recorded as day 0 of gestation.
Embryos were removed from the uterus and transferred
into a glass Petri dish containing 0.1 M Sörensen’s buffer
(0.1 M NaH2PO4, 0.1 M Na2HPO4, pH 7.4). Watchmaker
forceps were used to dissect the cochleae under a stereo-
microscope. The cochleas were then isolated, free from
surrounding tissues.
Protein extraction and western blots
The rat tissue (cochlea, liver and lung) was homogenised in
lysis buffer [20 mM Tris, 150 mM NaCl, 2 mM EGTA,
0.1 % (v/v) Triton X-100 and complete protease inhibitor
cocktail (Roche, Brussels, Belgium)] with a sonicator
(Sonics and materials, Danbury, UK) for 5–10 s at 4 C of
power 375 W 10–20 kHz. Extractions are incubated for
30 min at 4 C then centrifuged at 12,0009g for 10 min.
This step allowed the recovery of proteins in the
supernatant.
Equivalent amounts of extracted proteins were loaded on
each lane of a 12 % sodium dodecyl sulphate–polyacryl-
amide gel. After electrophoresis, proteins were transferred
onto Hybond-LFP transfer membrane (GE Healthcare,
Amersham bioscience, New Jersey, USA). After blocking in
3 % nonfat milk in Tris-buffered saline Tween, the mem-
brane was incubated with primary antibody overnight at 4 C
and then with a secondary antibody for 1 h at room tem-
perature. Immunoreactive signals were visualised by
enhanced fluorescent (Typhoon 9400, GE Healthcare,
Amersham bioscience, New Jersey, USA). Primary anti-
bodies used were: anti-vimentin mouse monoclonal IgG
(1:250 dilution; Sigma Chemical Co., St. Louis, USA), anti-
E-cadherin rabbit polyclonal IgG (1:100 dilution; Abcam,
Cambridge, UK), anti-cytokeratin 8 (CK8) chicken poly-
clonal IgY (1:250 dilution; Abcam, Cambridge, UK), anti-b-
catenin rabbit monoclonal IgG antibodies (1:125 dilution;
Abcam, Cambridge, UK) anti-b-actin rabbit monoclonal IgG
antibodies (1:1,000 dilution; Sigma Chemical Co., St. Louis,
USA). Secondary antibodies were fluorescein (FITC) don-
key anti-mouse IgG (Jackson ImmunoResearch, Suffolk,
UK), rhodamine Red-X donkey anti-Rabbit IgG (Jackson
immunoresearch, Suffolk, UK) and rhodamine Red-X don-
key anti-chicken IgY (Jackson immunoresearch, Suffolk,
UK) used at 1:2,500 (see supplemental data Fig. S1).
Preparation of OC for examination by light microscopy
The cochleas were fixed for 60 min at 4 C in a solution
composed of 2.5 % glutaraldehyde in 0.1 M Sörensen’s
buffer. After several washes in the same buffer, the
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samples were then postfixed for 60 min with 2 % osmium
tetroxide, washed in deionized water, dehydrated through
graded ethanol (70, 95, 100 %), and embedded in Epon for
24–48 h at 60 C. Semithin sections (1 lm thick) were
obtained by means of an ultramicrotome (Reichert Ultracut
E) equipped with a diamond knife. They were stained with
0.5 % toluidine blue in 1 % carbonate sodium and exam-
ined under an Olympus FSX100 microscope.
Immunocytochemistry
The cochleas were fixed for 60 min at 4 C in a solution
composed of 4 % formaldehyde in Sörensen’s buffer (pH
7.4). After several washes in the same buffer, the samples
were incubated in five baths of 30 % saccharose in
Sörensen’s buffer (20 min each), embedded in gelatin
7.5 %, sucrose 15 % and Sörensen’s buffer mix for 15 min
at 30 C, and plunged into an isopentane bath on dry ice.
Cryosections (14 or 30 lm thick) were obtained by means
of a cryostat (Microm HM 560, Prosan).
For immunolabeling, cryosections were rinsed in PBS
(140 mM NaCl, 2.6 mM KCl, 1.5 mM KH2PO4, 16 mM
Na2HPO4, pH 7.4) and permeabilized for 10 min at room
temperature in 1 % Triton X-100 in PBS. After being washed
in PBS, the sections were soaked for 30 min at 37 C in 10 %
normal goat serum (NGS) in PBS, immersed for 30 min at
37 C in the primary antibody containing 5 % NGS, washed
in PBS, and immersed for 30 min at 37 C in the secondary
antibody. Finally, the cryosections were rinsed in PBS and
mounted with Citifluor AF1 (Laborimpex, Brussels, Bel-
gium). The primary antibodies were: anti-p27kip1 mouse
monoclonal IgG (1:100 dilution; Sigma Chemical Co., St.
Louis, USA), anti-myosin VI rabbit monoclonal IgG (1:150
dilution; Sigma Chemical Co., St. Louis, USA), anti-
vimentin mouse monoclonal IgG (1:100 dilution; Sigma
Chemical Co., St. Louis, USA), anti-E cadherin rabbit
polyclonal IgG (1:100 dilution; Abcam, Cambridge, UK;),
anti-Cytokeratin-Pan mouse monoclonal IgG (1:100; Sigma,
St. Louis, USA), anti-Cytokeratin 4 rabbit polyclonal IgG
(1:100; Abcam, Cambridge, UK), anti-Cytokeratin 5 rabbit
monoclonal IgG (1:100; Abcam, Cambridge, UK), anti-
Cytokeratin 7 mouse monoclonal IgG (1:100 dilution;
Abcam, Cambridge, UK), anti-Cytokeratin 8 (CK8) chicken
polyclonal IgY (1:100 dilution; Abcam, Cambridge, UK)
and anti-b-catenin rabbit monoclonal IgG antibodies (1:200
dilution; Abcam, Cambridge, UK). Specificities of different
primary antibodies were summarised in Table S1 and in Fig.
S1 (see supplemental data). The secondary antibodies used
were: goat anti-mouse Alexa Fluor 488 (1:250 dilution;
Molecular Probes, Leiden, The Netherlands; htex 495 nm/
htem 519 nm), goat anti-rabbit Alexa Fluor 594 (1:250
dilution; Molecular Probes, Leiden, The Netherlands; htex
590 nm/htem 617 nm) and goat anti-chicken Alexa Fluor
594 (1:250 dilution; Molecular Probes, Leiden, The Neth-
erlands; htex 590 nm/htem 617 nm). In some case, we used
DAPI (1:50,000 dilution; 40,6-DiAmidino-2-PhenyIndole;
Sigma, St. Louis, USA; htex 372 nm/htem 456 nm) to visu-
alise the cell nuclei. As a negative control, the primary
antibody was omitted. In each case, no labelling occurred.
Slides were examined under an IX71 confocal micro-
scope (Olympus). Acquisitions were made using either a
940 or a 960 objective. Optical sections were analysed
with softwares FV10-ASW 3.0 Viewer (Olympus) and
Imaris (Biplane Scientific). All images are single sections.
Results
Morphological analysis of OC development
from E18 to P25 in rat
To successively follow the different steps of the OC for-
mation in the cochlear canal, we have examined semithin
sections in the base of samples taken in rat embryos aged
from 18 to 22 days and in newborn rats aged from 0 to
25 days (Fig. 1a–o). In the Fig. 1, as in the following fig-
ures, we have shown that the developmental stages
exhibiting the most interesting results.
At E18 (Fig. 1a), the cochlear duct is lined with a
pseudostratified epithelium. We observe a depression sep-
arating the dorsal epithelium in two parts: the GER, on the
modiolar side, in continuity with the future Reissner
membrane, and the LER, on the striolar side, in continuity
with the future stria vascularis. It is interesting to note that,
at this stage, the scala tympani and vestibuli are not formed
yet.
From E20 (Fig. 1b), the different cell types of the OC
are in place. The inner hair cells, outer hair cells, pillar
cells and Deiters cells are clearly recognisable. At P0
(Fig. 1d), the outer sulcus becomes a monostratified epi-
thelium whereas the inner sulcus remains a pseudostratified
epithelium. At this stage, the scala tympani and vestibuli
are obvious.
At P8 (Fig. 1h), the tunnel of Corti and the Nuel spaces
start to open. These fluid spaces will continue to enlarge
until P25 (Fig. 1h–o) from the Corti tunnel to the modiolar
side of the OC. Concomitantly to the opening of the fluid
spaces, the OC, including the hair cells and the supporting
cells, raises. At P10 (Fig. 1i), the inner sulcus becomes a
monostratified epithelium.
Partial loss of E-cadherin between the pillar cells
and between the Deiters’ cells from P8
To determine whether a loss of cell–cell adhesion occurs
during the OC morphogenesis, we realised immunolabellings
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on entire cochlear cryosections with antibody anti-E-cad-
herin (Fig. 2a–f).
Under these experimental conditions, the E-cadherin
labelling is exclusively detected in the epithelial cells (Fig.
S2). The pattern of immunoreactivity was identical with
that previously observed in rat (Simonneau et al. 2003).
The E-cadherin labelling is found mainly in the external
part of the OC whatever the developmental stages studied.
The inner pillar cells are also E-cadherin-positive for all
the developmental stages examined. The labelling is
Fig. 1 Morphological analysis of the dorsal epithelium of the
cochlear duct from E18 to P25 (a–o). All sections are stained with
toluidine blue, oriented in the same way (left modiolar region, bottom
dorsal wall of the cochlear duct) and corresponded to the basal region
of the cochlea. Arrows indicate a depression of the dorsal epithelium,
D(1–3) Deiters’ cell, GER greater epithelial ridge, I inner hair cell, Ip
inner pillar cell, N Nuel’s space, O(1–3) outer hair cell, Op outer




observed on the lateral surfaces of cell membrane between
the pillar cells and between the Deiters cells and their hair
cells.
From E18 to P6 (Fig. 2a, b), we observe an intense
labelling within the auditory epithelium except for the cells
in the inner hair cell region. The labelling is particularly
obvious between inner and outer pillar cells, between
Deiters cells and their outer hair cells.
From P8 to P25 (Fig. 2c–f), when the tunnel of Corti
and the Nuel spaces are opened, E-cadherin is retained only
by those parts of the cells that are still in contact. Inside the
inner and outer pillar cells and the Deiters cells, only their
heads and their bases are E-cadherin positive.
To better demonstrate the loss of E-cadherin labelling
between the inner and outer pillar cells, we have compared
the OC labelling observed in longitudinal axis at P6, P10
and P16 (Fig. 3a–c). At P6 (Fig. 3a), an evident E-cadherin
labelling is present all along the contact surface between
the inner and outer pillar cells. At P10–16 (Fig. 3b, c), a
reduction of E-cadherin labelling is observed on the lateral
surfaces of cell membranes between inner and outer pillar
cells which come in contact with the tunnel of Corti. By
contrast, the apical surfaces of outer pillar cells, which are
covered with the inner pillar cells, are strongly E-Cadherin-
positive. A labelling also persists between the inner pillar
cells and between the inner pillar cells and their adjacent
phalangeal cells. The same reduction of labelling can be
seen between the outer pillar cells and the first row of
Deiters cells when the Nuel spaces open.
Loss of b-catenin in supporting cells of the OC
from P12
In addition to E-cadherin, we have also studied the spatio-
temporal localization of the cadherin-linked molecule
b-catenin during OC morphogenesis (Fig. 4a–f).
We observe that all the epithelial cells are b-catenin-
positive (Fig. S2). This is in total agreement with a pre-
vious study in rat (Simonneau et al. 2003). As previously
reported (Kim et al. 1998), a b-catenin labelling is further
found in the mesenchymal cells of the basilar membrane.
From E18 to P10, b-catenin is detected in all the epi-
thelial cells of the cochlea duct, including the cells of the
OC and the inner and outer sulcus (Fig. 4a–d). The label-
ling is essentially localized on the lateral surfaces of cell
membranes. At P10, the fluorescent signal becomes more
pronounced on the apical surfaces of outer pillar cells
which are covered with the inner pillar cells (Fig. 4d).
From P12 to P25, the labelling of supporting cells sit-
uated in the external part of the OC reduces. This signal
reduction is already well visible in the outer pillar cells at
P12 (Fig. 4e). An attenuation of the fluorescent signal is
also found in the inner pillar cells from the 14th day after
birth. At this stage, an intense fluorescent spot is present in
the Deiters cells under their outer hair cell. At P25, the
labelling of Deiters cells is restricted to small spots at the
lateral edges, near to the apical surfaces, which are in
contact with their outer hair cells, and to large spots under
their outer hair cells (Fig. 4f).
To know whether epithelial cells from the OC undergo a
remodelling of their cytoskeleton, and in particular of their
intermediate filaments, during development, we study the
spatial-temporal localization of cytokeratins and vimentin
on cryosections of rat cochlea from E18 to P25. We use an
antibody against vimentin and various antibodies directed
against cytokeratins: anti-cytokeratin pan (recognising
cytokeratin 1, 4, 5, 6, 8, 10, 13, 18 and 19), anti-cytokeratin
4, anti-cytokeratin 5, anti-cytokeratin 7, and anti-cytoker-
atin 8. To identify the different cell types of the embryo-
logical and postnatal epithelium, double labellings are
realised either with myosin VI, early marker and typical of
the hair cells, or with p27kip1, marker specific for the
supporting cells present in the ZNPC.
Temporary presence of vimentin in pillar and Deiters
cells at P8–10
Independent of the developmental stage analysed, a
vimentin labelling is found in the basilar membrane, the
endothelium of the spiral vessel and the cartilaginous cells
(Fig. S2). By contrast, no signal is revealed in nervous cells
of the spiral ganglia with this antibody. The pattern of
immunoreactivity was identical to that previously observed
in rat (Osborn et al. 1984). In the OC, only the supporting
cells can be vimentin-positive, hair cells are never labelled.
Before birth (Fig. 5a), vimentin is detected essentially in
the future basilar membrane, the future Reissner membrane
and the future stria vascularis. A very weak labelling is also
found in the external part of the OC and in the cells of outer
sulcus.
Between P0 and P6 (Fig. 5b), the labelling is localized
preferentially in the basal part of the phalangeal cell, the
pillar cells, especially the inner pillar cells, and the Deiters
cells. The cells of the inner and outer sulcus are also
labelled.
Between P8 and P10 (Fig. 5c, d), a strong signal
intensity is obvious in the OC. In addition to an intense
labelling of the basal region in all supporting cells, a dif-
fuse labelling is also present through all their cytoplasm.
From P12 to P25 (Fig. 5e, f), the labelling decreases and
finishes to disappear in the supporting cells of the OC. At
P12 (Fig. 5e), the vimentin labelling appears to be struc-
tured in fibres situated on the whole height of the pillar
cells. At P16, the basal parts of the phalangeal and Deiters
cells are still labelled (Fig. 5f).
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Fig. 2 E-Cadherin immunolabelling within the dorsal epithelium of
the cochlear duct from E21 to P16. a–f Immunolocalization of the
E-Cadherin (red). a0–f0 Merged image with cell nuclei stained with
DAPI (blue). a00–f00 Visualisation of the OC by transmission detector.
D(1–3) Deiters’ cell, Ip inner pillar cell, I inner hair cell, N Nuel’s
spaces, O(1–3) outer hair cell, Op outer pillar cell, P phalangeal cell,
TC tunnel of Corti, V spiral vessel. Bar 10 lm
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Intense expression of cytokeratin in supporting cells
at P10-12
A labelling is only obtained with antibodies anti-cytoker-
atin pan and anti-cytokeratin 8 (Fig. 6a–f). It is similar with
both antibodies (unshown results). Only the epithelial cells
of the cochlea can exhibit a labelling. No labelling occurs
in the cells of mesenchymal origin at all developmental
stages examined in this study (Fig. S2). This labelling is in
total agreement with previous observations made in rat
(Ramaekers et al. 1987). In the OC, only the supporting
cells were cytokeratin-positive; the hair cells were never
labelled whatever the antibodies used and the develop-
mental stages studied.
In transversal sections between E18 and E21 (Fig. 6a),
the dorsal epithelium of the cochlear duct is lightly
cytokeratin-positive, specifically the supporting cells. In
addition the OC labelling, some cells of the outer sulcus
as well as the epithelia of the future Reissner membrane
and stria vascularis are also highly positive with these
antibodies.
Between E22 and P6 (Fig. 6b), a signal is exclusively
found in the supporting cells, particularly the phalangeal
cell at their lateral edges, near to their apical surfaces,
which are in contact with their inner hair cells and their
inner pillar cells. The cells of outer sulcus are also cyto-
keratin-positive.
Between P8 and P12 (Fig. 6c–e), an intense labelling is
present in the cochlear duct. All the supporting cells are
labelled but in a lesser extent the pillar cells. On the other
hand, the labelling decreases strongly in the outer sulcus
cells.
From P14 to P25 (Fig. 6f), although much weaker, the
fluorescent signal is present in the supporting cells at their
baso-lateral surfaces.
Discussion
Local loss of adhesion between supporting cells
of the OC from P8
Our results indicate clearly that the cell adhesion molecule,
E-cadherin, is preferentially found in the lateral mem-
branes of the cells situated in the external part of the OC
from E18 to P25. This observation is in good agreement
with previous data described in rats (Simonneau et al.
2003) and in mice (Whitlon 1993). We show further that
E-cadherin molecules disappear from the lateral cell
membranes of pillar and Deiters cells in basal turn of
cochlea at P8, namely, when fluid spaces—Corti tunnel and
Nuel spaces—form in rats. From this moment, E-cadherin
molecules are present only on the lateral edges, near to the
apical and basal surfaces, of pillar and Deiters cells,
Fig. 3 E-Cadherin immunolabelling of the organ of Corti at P6, P10
and P16 in transversal view projection on the XY axis. The lines
indicate the starting level for the projection on the XZ level shown on
XX0 of the OC and they are signalled below by XX0. XX0 projection of
the organ of Corti on the XZ plane. Arrowheads/Asterisks represent
loss/maintaining of E-cadherin labelling (red), respectively. Cell
nuclei are stained with DAPI (blue). D(1–3) Deiters’ cell, I inner hair
cell, Ip inner pillar cell, N Nuel’s spaces, O(1–3) outer hair cell, Op
outer pillar cell, P phalangeal cell, TC tunnel of Corti, and V spiral





dorsal epithelium of the
cochlear duct from E21 to P25.
a–f Immunolocalization of the
b-Catenin (red). a0–f0 Merged
image with cell nuclei stained
with DAPI (blue). D(1–3)
Deiters’ cells, Ip inner pillar
cell, I inner hair cell, N Nuel’s
spaces, O(1–3) outer hair cell,
Op outer pillar cell,
P phalangeal cell, TC tunnel of




Fig. 5 Vimentin immunolabelling within the dorsal epithelium of the
cochlear duct from E21 to P16. a–f Localization of the hair cells using
Myosin VI (red). a0–f0 Immunolocalization of the vimentin (green).
a00–f00 Merged image with cell nuclei stained with DAPI (blue).
D(1–3) Deiters’ cells, Ip inner pillar cell, I inner hair cell, N Nuel’s
spaces, O(1–3) outer hair cell, Op outer pillar cell, P phalangeal cell,
TC tunnel of Corti, V spiral vessel. Bar 10 lm
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Fig. 6 Cytokeratin 8 immunolabelling within the dorsal epithelium
of the cochlear duct from E21 to P16. a–b Localization of the
supporting cells using p27kip1 (green). a0–f0 Immunolocalization of
the cytokeratin 8 (red). a00–f00 Merged image with cell nuclei stained
with DAPI (blue). D(1–3) Deiters’ cells, Ip inner pillar cell, I inner
hair cell, N Nuel’s spaces, O(1–3) outer hair cell, Op outer pillar cell,
P phalangeal cell, TC tunnel of Corti, V spiral vessel. Bar 10 lm
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particularly at their connections. The absence of E-cad-
herin in the internal membranes of pillar cells which will
face the opening of the Corti tunnel had already been noted
at P7 in mouse (Whitlon 1993). Such observation had never
been reported in rat because the distribution of E-cadherin
has not been studied systematically during the postnatal
development (Simonneau et al. 2003). However, a loss of
E-cadherin-linked molecule b-catenin between the pillar
cells had been observed at P6 in rat (Simonneau et al.
2003). We also show that the b-catenin labelling reduces
strongly on the lateral cell membranes of pillar and Deiters
cells in basal turn of cochlea from P12, suggesting that the
loss of cadherin molecules occurs before that of b-catenin
molecules.
Increased expression of cytokeratins in supporting cells
around P10
Contrary to the actin microfilaments and microtubules
cytoskeleton, intermediate filaments have distinct tissue-
specific functions (Eriksson et al. 2009). Hence, in the
epithelial cells, a highly diverse group of cytokeratins is
expressed. Our results reveal that cytokeratins are only
detected in supporting cells, but not in sensory cells, of the
OC epithelium from E18 to P25. We also show that only
cytokeratins typical for simple epithelium labelled the OC.
These results are in agreement with previous data obtained
in rat during some developmental stages (Kuijpers et al.
1991a, b, 1992) and in other adult mammal species (Mog-
ensen et al. 1998; Arnold and Anniko 1990; Sakuma 1998).
An interesting observation is the increase of labelling in
the supporting cells around P10, shortly after the beginning
of the opening of the Corti tunnel and Nuel spaces. Later,
the labelling decreases and becomes essentially limited to
the basal and apical areas of supporting cells. The increase
of cytokeratin expression around P10 might be in relation
with the development of structural and mechanical integ-
rity of supporting cells just after the opening of the fluid
spaces and the increase in height of the OC. One might also
ask whether the profound morphological changes might
also induce the increase of cytokeratin expression. Indeed,
it is well known that intermediate filament levels increase
dramatically in response to stress and that, in addition to
their primary role in cell plasticity, intermediate filaments
also function as highly specialised cytoskeletal stress pro-
teins that promote cellular organization and homeostasis
(Herrmann et al. 2009; Toivola et al. 2010).
Temporary appearance of vimentin in supporting cells
at P8–10
Although vimentin is not an intermediate filament protein
typical for the epithelial cells but it is a marker for the
mesenchymal cells (Eriksson et al. 2009), we show in this
study the presence of vimentin in supporting cells and not in
hair cells in the OC from E18 to P25. The presence of
vimentin in the OC has rarely been reported during its
development (Kuijpers et al. 1992) but it has been repeat-
edly described in adult in pillar and Deiters cells (Oesterle
et al. 1990; Bauwens et al. 1991). However, at P25 we do
not observe vimentin in the OC. This is in agreement with a
previous study realised on rat at P40 (Kuijpers et al. 1992).
The temporary appearance of vimentin between P8 and P10
is not limited to the supporting cells bordering on the fluid
spaces but involved all the supporting cells including pha-
langeal cells. This result seems to indicate that this tem-
porary appearance of vimentin in the OC is not directly
involved in the formation of fluid spaces but could have a
more general role in the postnatal development of the OC. It
is also interesting to note that mice lacking vimentin
developed and reproduced without an obvious phenotype
(Colucciguyon et al. 1994). Furthermore, no compensatory
expression of another intermediate filament could be dem-
onstrated (Colucciguyon et al. 1994). Complementary
studies on this mice mutant are now required to better
understand the role of vimentin in OC development.
Evidence of a partial EMT in postnatal morphogenesis
of the OC
It is well known that the EMT plays crucial role in the
differentiation of multiple tissues and organs (Thiery et al.
2009; Savagner 2010), in particular the development of the
semicircular canals (Kobayashi et al. 2008). However, no
EMT has been described to date in the development of the
auditory organ. EMT involves the formation of motile cells
from parent epithelial cells that are not themselves motile
(Zeisberg and Neilson 2009). This change is accompanied
by loss of cell adhesion and the appearance of markers
typical of mesenchymal cells, such as vimentin (Yilmaz
and Christofori 2009; Zeisberg and Neilson 2009; Savagner
2010). In this work, we show a loss of cell adhesion in the
OC. However, only the membrane surfaces in contact with
the fluid spaces lose their E-cadherin molecules. A previ-
ous study also revealed the appearance of T-cadherin
molecules in pillar cells lining the tunnel of Corti after
birth (Simonneau et al. 2003). T-cadherin is expressed in
cells sharing a mesenchymal phenotype (Riou et al. 2006;
Simonneau et al. 2003). Our results show further that this
reduction in cell adhesion is accompanied by an increased
expression of vimentin, a marker characteristic of mesen-
chymal cells (Zeisberg and Neilson 2009). Curiously, this
increased expression of vimentin is not concomitant with a
reduction in the expression of cytokeratins, a marker typ-
ical of epithelial cells, as generally described for EMT
(Savagner 2010). All these results clearly suggest that a
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partial EMT could be involved in the remodelling of the
OC during postnatal development in rat. The EMT would
occur at a critical time during development of the Corti
organ. Indeed, it is between P8 and P12 in rat that occur
deep morphological changes of the Corti organ, including
the formation of fluid spaces and the increase in height of
the epithelium. At P12 in rat, the OC is considered to be
functional even if its maturation continues until P25
(Savagner 2010). Further studies are now needed to iden-
tify the molecular factors responsible for the implementa-
tion of the EMT.
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Fig. S1 Western blots showing the vimentin (lane 1), cytokeratin 8 (lane 2), E-cadherin (lane 3), 
β-catenin (lane 4), upper panel, and β-actin (lanes 2–4), bottom panel, expression, in freshly 
isolated cochlea (lane 1), liver (lanes 2 and 3) and lung (lane 4) from rat. The results are in total 
agreement with previous data (Table S1). 
Fig. S2 Immunolocalization of different cytoskeletal proteins in the basal turn of the cochlear duct. 
a–a′ Only the epithelial cells and not the mesenchymal cells are E-cadherin-positive (red) at P6. 
b–b′ All the epithelial cells are β-catenin-positive (red) at P12. A β-catenin labelling is also 
observed in the mesenchymal cells of the basilar membrane. c–c′ The vimentin labelling (green) 
is essentially present over the mesenchymal cells at P10. The sensory cells of the Corti organ are 
specifically detected with an anti-myosin VI antibody (red). d–d′ Like E-cadherin, only the 
epithelial cells are CK8-positive (red) at P0. The cell nuclei are visualised with DAPI staining (blue). 
D(1–3) Deiters’ cells, Ip inner pillar cell, I inner hair cell, O(1–3) outer hair cell, Op outer pillar cell, 
RM Reissner membrane, SL spiral limbus, SV stria vascularis, TC tunnel of Corti, V spiral vessel. 
Bar 10 µm. 
 
 
Table S1. Specifications of different primary antibodies used in the study 
Antibody Sp. Clonality Product No. Lot number Original immunogen Western Blot in rat Dilution Manufacturer 
Anti-cytokeratin Pan Ms. monoclonal C2562 #060M4859 
#039K4825 
Mixture of several monoclonal 
cytokeratin clones (clone C-
11+PCK-26+CY-90+KS-
1A3+M20+A53-B/A2) 
 1:100 Sigma-Aldrich 
Anti-cytokeratin 4 Rb. polyclonal ab51600 #791954 Synthetic peptide corresponding to 
residues near the N terminal of 
human cytokeratin 4 
Antigen mol wt 57 kDa (1) 1:100 Abcam 
Anti-cytokeratin 5 Rb. polyclonal ab53121  
 
Synthetic peptide derived from 
human cytokeratin 5 
Antigen mol wt 62 kDa (1) 1:100 Abcam 
Anti-cytokeratin 7 Ms. monoclonal ab9021 #858182 Human Cytokeratin 7 bladder 
carcinoma cell line T24 
Antigen mol wt 54 kDa (1) 1:100 Abcam 
Anti-cytokeratin 8 Ck. polyclonal ab14053 #746248 
#Gr6612-4 
Recombinant fragment, 
corresponding to amino acids 391-
483 of Human cytokeratin 8 
Antigen mol wt 54 kDa (1, 
see study  Fig. S1) 
1:100 Abcam 
Anti-vimentin Ms. monoclonal V6389 #041M4750 Pig eye lens vimentin Antigen mol wt ~58 kDa (1, 
2, 3, 4, 5, see study Fig. S1) 
1:100 Sigma-Aldrich 
Anti-E-cadherin Rb.  polyclonal ab53033 #746935 Synthetic peptide derived from 
human E-cadherin 
Antigen mol wt 97 kDa (1, 
6, see study  Fig. S1) 
1:100 Abcam 
Anti-β-catenin Rb. monoclonal ab32572 #Gr33506-1 Synthetic peptide corresponding to 
residues near N terminus of human 
β-catenin 
Antigen mol wt 120 kDa (1, 
7, see study  Fig. S1) 
1:100 Abcam 
Anti-myosin IV Rb. monoclonal M5187 #079K4839 Synthetic peptide corresponding to 
amino acids 291-302 of human 
myosin VI 
Antigen mol wt ~150 kDa 
(1) 
1:150 Sigma-Aldrich 
Anti-p27 kip1 Ms. monoclonal P2092 #027K4831 Recombinant rodent p27Kip1 Antigen mol wt 27 kDa (1) 1:100 Sigma-Aldrich 
Table S1 Specifications of different primary antibodies used in the study. (1) Data shown in the manufacturer; (2) Osborn, Debus, et al. 1984; Eur J Cell Biol 34(1): 
137–143; (3) Pagan, Sanchez, et al., 1999; Journal of Hepatology; 31: 895–904; (4) Zou, Yaoita, et al., Virchows Archiv : an international journal of pathology 448 (4): 
485–492; (5) Harborth, Elbashir, et al., 2001. Journal of Cell Science 114, 4557–4565; (6) Yang, Ju, et al. 2011; J Cell Biochem 112: 2558–2565; (7) Kim, Daniels, et al. 
1998; Exp Cell Res 245(1):79–90. 
10 | Dynamique spatio-temporelle des
isotypes de tubuline β durant le
développement de l’organe de Corti
Comme signalé dans le chapitre consacré aux microtubules (voir 5.3), la localisation des
différents isotypes de tubuline varie non seulement en fonction des tissus, mais également
selon leur emplacement au sein même des cellules (Ludueña, 2013). Au sein des vertébrés,
cette nécessité de posséder différents isotypes de tubuline n’est pas encore très bien comprise.
Néanmoins, l’équipe menée par Saillour (2014) a montré chez le rat que l’absence de la
tubuline β3 ne pouvait pas être compensée par l’expression d’autres isotypes de tubuline et
que cette absence menait à un développement anormal du cerveau. Ces résultats semblent
indiquer que malgré leurs nombreuses caractéristiques communes, chaque isotype de tubuline
pourrait avoir un rôle qui lui est propre (Saillour et al., 2014).
Afin d’évaluer les différents rôles que pourraient jouer les différents isotypes de tubuline,
l’organe de Corti représente un excellent modèle d’étude. Il est en effet constitué par plusieurs
types cellulaires et présente une architecture typique. De plus, une des caractéristiques
principales exhibée par les cellules de soutien de l’organe de Corti est la présence d’un
cytosquelette particulier constitué par un assemblage organisé de plusieurs centaines de
microfilaments d’actine et de microtubules (Tolomeo et Holley, 1997; Tucker et al., 1993)
(voir 2.2.2.3). D’autre part, l’organe de l’audition est la seule structure connue au sein des
mammifères présentant des microtubules à 15 protofilaments au lieu des 13 habituels (Tucker
et al., 1992).
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Nous avons ainsi observé la répartition de différents isotypes de tubuline β durant le
développement de l’organe de Corti chez le rat entre E18 et P25. Nous avons appliqué
des méthodes de marquages en immunofluorescence sur des cryosections de cochlées avec
plusieurs anticorps anti-tubuline β . Nous avons également réalisé ponctuellement des coupes
ultrafines afin de pouvoir observer les échantillons prélevés en microscopie électronique à
transmission.
Nos observations des différents isotypes de tubuline β durant le développement de l’organe
de Corti montrent une claire évolution dans leur répartition. Au sein des cellules sensorielles,
les premiers isotypes que nous mettons en évidence sont la tubuline β2 à partir de E18 et la
tubuline β4 à partir de E20. Leur présence décroît petit à petit durant le développement et
ces deux isotypes sont absents des cellules sensorielles de l’organe de l’audition mature. Ces
résultats sont quelque peu différents de ceux obtenus chez la gerbille par Jensen-Smith et ses
collaborateurs (2003). En effet, ces derniers avaient notamment mis en évidence la présence de
la tubuline β4 dans les cellules sensorielles externes matures. La même équipe ainsi que celles
d’autres auteurs, ont également mis en évidence la tubuline β2 dans les cellules sensorielles
matures chez la gerbille et chez le cochon d’Inde (Hallworth et Ludueña, 2000; Jensen-Smith
et al., 2003; Steyger et al., 1989) ; observations que nous ne retrouvons pas chez le rat.
Au sein des cellules de soutien, le premier isotype de tubuline observable est la tubuline
β2, présente dès E18. À partir de E20, nous notons également la présence de la tubuline β1. À
la naissance, nous montrons l’apparition de tubuline β4 dans la partie supérieure de la cellule
pilier interne, concordant avec la présence d’un site de nucléation de microtubules au niveau
apical de chaque cellule de soutien (Jensen-Smith et al., 2003; Souter et al., 1997; Tucker et al.,
1992). Nos observations en microscopie électronique corroborent ces derniers résultats. À P6,
juste avant l’ouverture du tunnel de Corti, nous mettons pour la première fois en évidence à
ce stade la présence de tubuline β5 au sein des cellules piliers. Dès P8, les tubulines β1, β2,
β4 et β5 sont présentes sur toute la hauteur des cellules piliers.
Dans les cellules de Deiters à E20, la localisation de la tubuline β1 se limite à la partie
basale des cellules. Ce n’est qu’à partir de P6 que les tubulines β1 et β2 seront observées sur
toute la hauteur des cellules de Deiters. D’une façon intéressante, nous notons l’apparition des
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tubulines β4 et β5 dans les cellules de Deiters à P8, peu avant l’ouverture des espaces de Nuel.
À partir de ce stade, les tubulines β1, β2, β4 et β5 sont présentes sur toute la hauteur des
cellules de Deiters. Dans leur partie basale, nous observons également la présence d’une large
bande de tubulines β2 etβ5. Ces résultats sont en accord avec une étude réalisée par Slepecky
et ses collaborateurs (1995) qui suggéraient la présence de deux faisceaux de microtubules
au sein des cellules de Deiters : un premier qui s’étend depuis la base des cellules sensorielles
externes jusqu’à la base des cellules de Deiters, et un second qui s’étend de la base des cellules
sensorielles externes jusqu’à la lame réticulaire. Nos marquages en immunofluorescence ainsi
que nos observations en microscopie électronique à transmission dans un organe de Corti
mature démontrent effectivement la présence de deux faisceaux de microtubules distincts
présents dans les cellules de Deiters. Nous sommes également les premiers à déterminer avec
précision le stade de développement durant lequel ces deux faisceaux se mettent en place.
Nous avons précédemment mis en évidence une période critique durant le développement
de l’organe de Corti chez le rat, entre P6 et P8 (Johnen et al., 2012). Durant cette période,
l’organe de l’audition subit d’importantes modifications morphologiques et moléculaires. C’est
également durant cette période qu’il a été montré que le nombre de microtubules augmentait
progressivement pour atteindre son impressionnante quantité observée chez le mammifère
adulte (Hallworth et al., 2000; Szarama et al., 2012; Tucker et al., 1992). Nos présents
résultats viennent confirmer ces précédentes données. En effet, nous montrons une importante
augmentation du marquage de plusieurs isotypes de tubuline β au sein des cellules piliers
à partir de P6. Cette augmentation sera également observée peu après dans les cellules de
Deiters. La distribution des différents isotypes de tubuline β semble fixée une fois les espaces
intercellulaires de l’organe de l’audition ouverts.
C’est également autour de cette période clé que nous observons pour la première fois
l’apparition de la tubuline β5. Cette dernière observation est concomitante à la séparation
des faisceaux de microtubules que nos observations réalisées en microscopie électronique à
transmission ainsi que l’étude de Tannenbaum et Slepecky (1997) chez la gerbille illustrent.
Il est intéressant de noter que, dans des cellules cancéreuses en culture, la sur-expression
de la tubuline β5 mène à une désorganisation des faisceaux de microtubules ainsi qu’à leur
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détachement du centrosome (Bhattacharya et Cabral, 2004; Bhattacharya et al., 2011). Nous
suggérons dès lors que la tubuline β5 pourrait jouer un rôle dans la subdivision des faisceaux
de microtubules observée durant le développement de l’organe de Corti. Si cette hypothèse
s’avérait exacte, elle tendrait également à montrer que chaque isotype de tubuline posséderait
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Introduction
Microtubules constitute one of the major components of the 
cytoskeleton in eukaryotic cells and are involved in many 
essential processes, including cell division and ciliary and 
flagellar motility (Etienne-Manneville 2013; Lee and Nor-
den 2013; Akhshi et al. 2014). They are also essential for 
cell migration and axon development, and are required, 
along with actin filaments and intermediate filaments, for 
the dynamic spatial organization of the cytoplasm (Joshi 
et al. 1985; Tischfield et al. 2010).
Microtubules are long, hollow cylinders of approxi-
mately 25 nm in diameter made up of the association of 
protofilaments that are aligned parallel to the long axis of 
the tubule. A protofilament is formed by tubulin heterodi-
mers associated in a head-to-tail manner. Heterodimers 
consist of α- and β-tubulin isotypes, each encoded by dis-
tinct genes. Seven isotypes of mammalian β-tubulin have 
been characterized, termed β1, β2, β3, β4a, β4b, β5 and β6 
(Ludueña 1998). With the exception of β6, the β-tubulin 
isotypes are among the most highly conserved proteins 
known (Ludueña 1998).
The strict conservation of isotype-specific amino acid 
sequences over extensive periods of evolutionary time 
argues in favour of different functional roles for the differ-
ent isotypes (Cowan et al. 1988). But the reason why ver-
tebrates express seven different β-tubulin genes is not well 
understood (Yang et al. 2009).
Recently, some researchers (Hari et al. 2003; Bhattacha-
rya and Cabral 2004; Bhattacharya et al. 2011; Yang et al. 
2009) have shown that modulating the expression of some 
isotypes caused abnormalities in cell growth and altered 
sensitivity to drugs targeting microtubules.
Although the functional significance of the diversity 
of the β-tubulin is still unknown (Wade 2009), in 1976, 
Abstract There are different β-tubulin isoforms in micro-
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Fulton and Simpson suggested that the various isotypes 
of β-tubulin could mediate the different functional roles 
of microtubules (Fulton and Simpson 1976). As per this 
hypothesis, the isotypes would be selectively expressed 
in different tissues and may even be compartmental-
ized within cells according to their function (Perry et al. 
2003). Consistently, it was found that different isotypes 
were expressed in different cell types of the same tis-
sue (Lewis et al. 1985; Roach et al. 1998; Hallworth and 
Ludueña 2000). Moreover, it was demonstrated in inver-
tebrates that the small amino acid sequence differences 
between β-tubulin isotypes were conserved for functional 
reasons. Genetically modified Drosophila testis expressing 
more than 6 % of a moth β-tubulin isoform exhibited the 
16-protofilament structure characteristic of the moth on the 
corresponding subset of Drosophila microtubules, which 
normally contain only 13-protofilament microtubules (Raff 
1997). Another example was the nematode worm Caeno-
rhabditis. elegans in which all somatic cells have micro-
tubules with 11 protofilaments except mechanosensory 
neurons of touch possessing microtubules with 15 proto-
filaments. This structural organization could be lost by the 
inhibition of mec-12 (α-tubulin) and mec-7 (β-tubulin). The 
mutational studies indicated clearly that this specific heter-
odimer was essential in the formation of 15-protofilament 
microtubules and that this structure was fundamental for 
the touch sense (Savage et al. 1989; Fukushige et al. 1999; 
Bounoutas et al. 2009; Wade 2009).
The importance of the different β-tubulin isotypes was less 
well established in vertebrates. Nevertheless, Saillour and his 
collaborators (Saillour et al. 2014) revealed recently that the 
deletion of β3-tubulin led to some developmental abnormalities 
in the brain that could not be rescued by any other β-tubulin 
isotypes. This observation supports the notion that even if they 
share significant homology and similar functions, each tubulin 
isotype may have a specific role (Saillour et al. 2014).
The organ of Corti, located within the cochlea, a por-
tion of the inner ear, appears to be an excellent model for 
studying the role of β-tubulin isotypes. This epithelium is 
responsible for the transduction of sound waves into nerve 
impulses and is composed of two cellular types: the sensory 
cells and the non-sensory supporting cells (Fritzsch et al. 
2014). This highly specialized epithelium contains differ-
ent kinds of supporting cells: the phalangeal cell, the inner 
and outer pillar cells and Deiters’ cells. Pillar and Deiters’ 
cells are characterized by an abundant and highly ordered 
cytoskeleton framework (Henderson et al. 1995). Moreo-
ver, we already know that this tissue contains a particular 
type of microtubules. In fact, the organ of Corti is the only 
vertebrate tissue exhibiting microtubules with 15 protofila-
ments instead of the canonical 13 (Tucker et al. 1992). All 
these reasons support the choice of the organ of Corti to 
study the β-tubulin isotypes.
In the present work, we studied the spatio-temporal 
dynamics of each β-tubulin isotype during the develop-
ment of the organ of Corti. Jensen-Smith and colleagues 
(2003) proposed that β-tubulin isotype compositions in 
the hair cells and pillar cells are the same at birth, before 
undergoing a selective reduction at late stages in post-natal 
development (Jensen-Smith et al. 2003). Unlike them, we 
showed that only some isotypes labelled these cells at early 
stages. Thus, we revealed for the first time that β5-tubulin, 
a tubulin solely detected in adult gerbil cochlea (Banerjee 
et al. 2008), labelled specific cell types during key stages of 
the development of the organ of Corti.
Materials and methods
Animals
Animal handling was carried out in compliance with the 
University of Liege Animal Care and Use Committee 
guidelines that are in accordance with the Declaration of 
Helsinki. The Wistar rats were bred in our animal facil-
ity. The day of coitus was recorded as day 0 (E0), and the 
day of birth was recorded as post-natal day 0 (P0). Wistar 
rats were killed from E18 to P25. Seventy-three rats were 
killed for the immunolabellings (five at E18, five at E20, 
five at P0, five at P2, six at P4, six at P6, six at P8, five at 
P10, four at P12, four at P14, five at P16, four at P18, six at 
P20 and seven at P25) and six for the ultrastructural analy-
ses (four at P4 and two at P25). Watchmaker forceps were 
used to dissect the cochleae under a stereomicroscope. The 
cochlear apex was carefully pierced to allow rapid penetra-
tion of the fixative.
Immunohistochemistry
The cochleae were prepared as previously described (Cloes 
et al. 2013). They were fixed at 4 °C in a solution com-
posed of 2 % formaldehyde in 0.1 M Sörensen’s buffer 
pH 7.4 for 1 h. After several washes at 4 °C in Sörensen’s 
buffer, the cochleae were decalcified at 4 °C in 4 % (w/v) 
EDTA in Sörensen’s buffer as long as necessary. After that, 
the samples were washed several times in Sorensen’s buffer 
and incubated at 4 °C in 30 % (w/v) sucrose in Sörensen’s 
buffer on a gently rotating platform until full impregna-
tion for cryopreservation. The cochleae were embedded in 
7.5 % (w/v) gelatin 15 % (w/v) sucrose in Sörensen’s buffer 
for 15 min at 37 °C. The preparation was finally plunged 
into an isopentane bath on dry ice for solidification. The 
cryosections (14 μm thick) were obtained by means of a 
cryostat (Microm HM 560, Prosan).
The cryosections were rinsed in PBS (140 mM NaCl, 
2.7 mM KCl, 1.5 mM KH2PO4, 16 mM Na2HPO4, pH 
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7.4) and permeabilized at room temperature in 1 % Tri-
ton X-100 PBS for 10 min. After several washes in PBS, 
the sections were blocked for 30 min at 37 °C with 10 % 
(v/v) normal goat serum (NGS) in PBS or 10 % NGS-1 % 
BSA in PBS. Then, the sections were incubated with the 
primary antibody solution diluted in 5 % NGS-PBS for 
30 min at 37 °C or overnight at 4 °C, washed in PBS and 
incubated for 30 min at 37 °C with the secondary antibody 
diluted in PBS. After being washed in PBS, the nuclei were 
stained by incubating the sections with DAPI (1:50,000, 
4′,6-diamidino-2-phenylindole dihydrochloride, Sigma, St 
Louis, USA) at 37 °C for 15 min. Finally, the cryosections 
were rinsed in PBS and mounted with Citifluor AF1 (Labo-
rimpex, Brussels, Belgium).
Primary antibodies were diluted in PBS containing 5 % 
of NGS at the following concentrations: rabbit anti-myosin 
VI polyclonal antibody (pAb) M5187 (1:150; Sigma, St 
Louis, USA), mouse anti-β1-tubulin monoclonal antibody 
(mAb) T7816 (1:100, Sigma, St Louis, USA), mouse anti-
β2-tubulin monoclonal antibody (mAb) T8453 (1:100, 
Sigma, St Louis, USA), mouse anti-β3-tubulin monoclo-
nal antibody (mAb) T5076 (1:100, Sigma, St Louis, USA), 
mouse anti-β4-tubulin monoclonal antibody (mAb) T7941 
(1:100, Sigma, St Louis, USA), mouse anti-β5-tubulin 
monoclonal antibody (mAb) [1:100, gift from Dr Richard 
F. Ludueña (Department of Biochemistry, University of 
Texas Health Science Center at San Antonio, San Antonio, 
Texas)]. The secondary antibodies used were: goat anti-
mouse Alexa 488 and goat anti-rabbit Alexa 594 (1:250, 
Molecular Probes, Leiden, The Netherlands). As a negative 
control, the primary antibody was omitted. In each case, no 
labelling was observed.
The mid- and basal turns of the cochlea were taken in 
consideration. The immunolabellings were examined under 
an Olympus IX71 confocal microscope. Acquisitions were 
made by using a ×60 objective. The optical sections were 
analysed with the software FV10-ASW 1.7 Viewer.
Electron microscopy
The cochleae were prepared as previously described 
(Thelen et al. 2009). They were fixed for 2 h at room 
temperature in 2.5 % glutaraldehyde in 0.1 M Sörensen’s 
buffer pH 7.4. After several washes in the same buffer, 
the samples were post-fixed for 60 min with 2 % osmium 
tetroxide in Sörensen’s buffer, washed in deionized water, 
dehydrated at room temperature through a graded ethanol 
series (70, 96 and 100 %) and embedded in Epon for 48 h 
at 60 °C. Ultrathin sections (70 nm thick) were obtained by 
means of an ultramicrotome (Reichert Ultracut E) equipped 
with a diamond knife (Diatome), were mounted on copper 
grids coated with collodion and were contrasted with ura-
nyl acetate and lead citrate for 15 min each.
The basal turn of the cochlea was taken into considera-
tion. Ultrathin sections were examined under a Jeol JEM-
1400 transmission electron microscope at 80 kV and pho-
tographed with a 11 MegaPixel bottom-mounted TEM 
camera system (Quemesa, Olympus). The images were 
analysed via iTEM software.
Results
To determine the precise localization of each β-tubulin 
isotypes during development of the Corti organ, we per-
formed immunofluorescent labellings on cryosections of rat 
cochleae from E18 to P25 with specific antibodies against 
each of the five β-tubulin isotypes (β1–β5). We also used 
as a benchmark myosin VI, a known marker of the sensory 
cells.
β1‑Tubulin isotype
At E20, we detected a weak labelling for β1-tubulin in the 
phalangeal cells, in the basal parts of Deiters’ cells and in 
the pillar cells (Fig. 1a). Until P25, no labelling occurred in 
the sensory cells (Fig. 1a–f). From P2, the fluorescent sig-
nal increased in the basal parts of Deiters’ cells and in the 
apex of pillar cells (Fig. 1b). At P6 (Fig. 1c), the labelling 
became intense at these two locations. At P14, the phalan-
geal process of Deiters’ cells contained β1-tubulin isotype, 
but the immunostaining was weaker. From P14 until P25, 
pillar cells and Deiters’ cells displayed an equal and thin 
labelling along the entire height of cells (Fig. 1d). At P16 
(Fig. 1e), we observed the labelling of nerve fibre exten-
sions reaching the outer hair cells (arrow) through the tun-
nel of Corti.
β2‑Tubulin isotype
During the embryonic stages, a β2-tubulin isotype labelling 
was observed in the nerve processes (Fig. 2a), the apex of 
the inner hair cells and the outer hair cells, with a stronger 
signal for the third outer hair cells. At birth (Fig. 2b), we 
also detected an additional labelling in pillar cells and in 
the basal parts of Deiters’ cell. At P6 (Fig. 2c), the label-
ling started to decrease in the sensory cells. At this stage, 
the labelling extended to the phalangeal process of Deiters’ 
cells. From P10 to the adult stages (Fig. 2d–f), this isotype 
was strongly present in the pillar cells and Deiters’ cells.
β3‑Tubulin isotype
This isotype is more restricted than the others in the organ 
of Corti. In fact, β3-tubulin was only present in the nerve 
processes emanate from the spiral ganglion (Fig. 3a–f). As 
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Fig. 1  Immunolocalization of β1-tubulin within the organ of Corti 
from E20 to P25. a–f Localization of the hair cells using myosin 
VI (red). a′–f′ Immunolocalization of the β1-tubulin (green). a″–f″ 
Merged image with cell nuclei stained with DAPI (blue). D(1–3) 
Deiters’ cells, Ip inner pillar cell, IHC inner hair cell, OHC(1–3) 
outer hair cell, Op outer pillar cell, P phalangeal cell, V spiral vessel, 
arrow nerve process. Bar 20 μm
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Fig. 2  Immunolocalization of β2-tubulin within the organ of Corti 
from E18 to P25. a–f Localization of the hair cells using myosin 
VI (red). a′–f′ Immunolocalization of the β2-tubulin (green). a″–f″ 
Merged image with cell nuclei stained with DAPI (blue). D(1–3) 
Deiters’ cells, Ip inner pillar cell, IHC inner hair cell, OHC(1–3) 
outer hair cell, Op outer pillar cell, P phalangeal cell, V spiral vessel, 
arrow nerve process. Bar 20 μm
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Fig. 3  Immunolocalization of β3-tubulin within the organ of Corti 
from E18 to P10. a–f Localization of the hair cells using myosin 
VI (red). a′–f′ Immunolocalization of the β3-tubulin (green). a″–f″ 
Merged image with cell nuclei stained with DAPI (blue). D(1–3) 
Deiters’ cells, Ip inner pillar cell, IHC inner hair cell, OHC(1–3) 
outer hair cell, Op outer pillar cell, P phalangeal cell, V spiral vessel, 
arrow nerve process. Bar 20 μm
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shown in Fig. 3, the β3-tubulin was present at the embry-
onic stages (Fig. 3a–c). At E18 (Fig. 3a), a thin labelling was 
visible around the basal part of the inner hair cells. At E19 
(Fig. 3b), the labelling extended to the basal part of the outer 
hair cells, with extensions stretched in the baso-lateral part of 
the inner hair cells. From P6 to the adult stage, the β3-tubulin 
labelling was detected in the basal parts of each sensory cell, 
corresponding to the nerve fibres innervating the sensory 
cells. During the development of the organ of Corti, no label-
ling was found either in the sensory cells (inner hair cells and 
outer hair cells) or in the supporting cells (inner pillar cells, 
outer pillar cells, phalangeal cells and Deiters’ cells).
β4‑Tubulin isotype
A β4-tubulin labelling appeared at E20 in the inner hair 
cells (Fig. 4a). At this stage, the labelling was intense 
and spread in the entire height of these cells. At birth, the 
labelling of inner hair cells seemed to be less strong, and 
a signal appeared in the inner pillar cells (Fig. 4b). In pil-
lar cells, the labelling is restricted to the apical part. At P4, 
β4-tubulin was found in the entire height of the inner pillar 
cells (Fig. 4c). The signal in the inner hair cells was weak, 
like in the outer hair cells. At P8 (Fig. 4d), the immunola-
belling was also detected in the outer pillar cells and Deit-
ers’ cells. P8 was the last developmental stage at which the 
sensory cells were β4-tubulin-positive. From this stage, the 
signal for β4-tubulin was intense in the supporting cells and 
remained until the adult stage.
β5‑Tubulin isotype
Unlike other β-tubulin isotypes, the β5-tubulin was absent 
from the embryonic stages (Fig. 5a). This isotype appeared 
for the first time at P6 in the inner pillar cells (Fig. 5b). At 
P8 (Fig. 5c), the labelling was present in the inner pillar 
cells and weakly in the outer pillar cells and Deiters’ cells. 
From P10 to the adult stage (Fig. 5d, e), a strong signal was 
found in the supporting cells (inner pillar cells, outer pil-
lar cells and Deiters’ cells), in particular in their basal parts 
and their phalangeal process.
Transmission electron microscopy
To determine the precise localization of microtubules within 
the organ of Corti during development, we analysed rat coch-
leae at P4 and P25 using transmission electron microscopy.
Deiters’ cells
At P4, the microtubules we observed were all oriented in the 
same direction, indicating the presence of a single microtu-
bule bundle (arrowheads). However, they were less numerous 
and less tight than those observed at P25 (Fig. 6a–c). They 
were parallel to the longitudinal axis of Deiters’ cell. At the 
adult stage, Deiters’ cells were clearly composed of two 
microtubule bundles (Fig. 6d–g). One bundle went through 
the phalangeal process of Deiters’ cells (Fig. 6e). The other 
one went under the base of outer hair cells (Fig. 6f). Both 
bundles gathered together at the level of the cell nucleus and 
extended to the basilar membrane (Fig. 6g.
Pillar cells
At P4, we saw a single microtubule bundle starting from 
the apical part of the cell (Fig S9). In the adult stage, we 
clearly observed two bundles of microtubules perpendicu-
lar to each other (Fig S9 e, f).
Discussion
This study is the first description of β-tubulin isotype dis-
tribution in the cochlear epithelium of the rat during the 
development of the organ of Corti from embryonic day E18 
to post-natal day P25. Figure 7 shows the distribution of 
β-tubulin isoforms at two key developmental stages of the 
organ of Corti: the sixth post-natal day preceding the open-
ing of the tunnel of Corti and the adult stage.
Localization of β‑tubulin isotypes in the sensory cells 
and nerve processes
The first β-tubulin isotypes found during the development 
of the organ of Corti are the β3-tubulin isotype and the 
β2-tubulin isotype at E18. These two isotypes present a dis-
tinct localization: the β3-tubulin is restricted to the nerve 
processes reaching the inner hair cells, while the β2-tubulin 
spreads in the inner hair cells and outer hair cells of organ 
of Corti in addition to the nerve processes (Fig. 7; Table 1). 
One day later, the labelling of β3-tubulin isotype appears in 
the nerve processes extending to the outer hair cells. At E20, 
the β4-tubulin isotype shows an intense labelling in the inner 
hair cells. This labelling intensity decreases in inner hair 
cells at birth. These results reveal a difference in the locali-
zation of β4-tubulin isotypes between the gerbil’s organ of 
Corti and the rat’s organ of Corti (Jensen-Smith et al. 2003). 
Moreover, the β4-tubulin isotype was also detected in the 
outer hair cells of the adult gerbil’s organ of Corti (Jensen-
Smith et al. 2003), which was not the case in our study.
The immunolabelling of β2-tubulin decreased with age 
and disappeared in the adult rat’s sensory cells. Our results 
differ from those seen by other investigators (Steyger et al. 
1989; Hallworth and Ludueña 2000; Jensen-Smith et al. 
2003) as we did not observe any labelling of the sensory 
cells at the adult stages. This discrepancy could be due 
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Fig. 4  Immunolocalization of β4-tubulin within the organ of Corti 
from E20 to P25. a–f Localization of the hair cells using myosin 
VI (red). a′–f′ Immunolocalization of the β4-tubulin (green). a″–f″ 
Merged image with cell nuclei stained with DAPI (blue). D(1–3) 
Deiters’ cells, Ip inner pillar cell, IHC inner hair cell, OHC(1–3) 
outer hair cell, Op outer pillar cell, P phalangeal cell, V spiral vessel. 
Bar 20 μm
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Fig. 5  Immunolocalization of β5-tubulin within the organ of Corti 
from E22 to P25. a–f Localization of the hair cells using myosin 
VI (red). a′–f′ Immunolocalization of the β5-tubulin (green). a″–f″ 
Merged image with cell nuclei stained with DAPI (blue). D(1–3) 
Deiters’ cells, Ip inner pillar cell, IHC inner hair cell, OHC(1–3) 
outer hair cell, Op outer pillar cell, P phalangeal cell, V spiral vessel. 
Bar 20 μm
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to the antibody used. In fact, we used an antibody target-
ing amino acids 437–445 at the C-terminal sequence of 
human β2-tubulin (EEEEGEDEA), which corresponds to 
the sequence of β2-tubulin in the rat. The antibody used in 
both previous papers targets the C-terminal sequence of the 
chicken β2-tubulin (EGEEDEA). It is nevertheless interest-
ing to note that our weak labelling in the sensory cells is in 
agreement with the small amount of microtubules observed 
in these cells under electron microscopy (data not shown).
Localization of β‑tubulin isotypes in the supporting 
cells
Pillar cells
At E18, the β2-tubulin isotype weakly labelled support-
ing cells. At E20, the β1-tubulin isotype was present in 
all supporting cells of the organ of Corti, along the full 
length of pillar cells. This localization remained the 
Fig. 6  Ultrastructure of Deiters’ 
cells at P4 (a–c) and P25 (d–g). 
a General view. Bar 1 μm. b, 
c Details of their cytoplasm 
containing microtubules (arrow-
heads). Bar 250 nm. d General 
view. Bar 10 µm. e A microtu-
bule bundle of the phalangeal 
process at high magnification. 
f An enlargement of the two 
microtubule bundles present in 
Deiters’ cells (arrowheads). g 
An enlargement of these two 
bundles gathered together at the 
height of the cell nucleus and 
descending to the basilar mem-
brane (arrowheads), D(1–3) 
Deiters’ cells, OHC(1–3) outer 
hair cell, Op outer pillar cell. 
Bar 250 nm
Histochem Cell Biol 
1 3
same at birth as at E20, which was in agreement with the 
results obtained in the gerbil (Jensen-Smith et al. 2003). 
Our results also showed the appearance, at birth, of this 
β4-tubulin isotype in the upper part of the inner pillar cell. 
The labelling in the upper part of the pillar cell was con-
sistent with the finding that inner pillar assembly begins 
with the nucleation of a large microtubule population at 
the apical end of each cell (Tucker et al. 1992; Souter 
et al. 1997; Jensen-Smith et al. 2003). These results were 
also in agreement with our electron microscopy analy-
sis of pillar cells at P4 (Fig S9). At P6, β2-tubulin kept 
the same localization, while increasing the labelling in 
Fig. 7  Schematic diagram of the organ of Corti showing the distribu-
tion of β‑tubulin isotypes in the supporting cells at P6 (a) and P25 
(b). Ct tunnel of Corti, D Deiters’ cells, Ip inner pillar cell, IHC inner 
hair cell, Ns space of Nuel, OHC (1–3) outer hair cell, Op outer pillar 
cell. Centrosomes are positioned according to data provided by Hen-
derson, Tucker and their teams (Tucker et al. 1992, 1998; Henderson 
et al. 1994, 1995)
Table 1  Localization of β-tubulin isotypes observed in each cell type of the organ of Corti during the development (E18–P25) in rat
E18 → E22 P0 P2 → P4 P6 P8 P10 → P25
Nerves process β2–β3 β2–β3 β3 β3 β3 β3
Inner hair cells β2–β4 β2–β4 β2–β4 β2–β4 β2–β4
Outer hair cells β2 β2 β2–β4 β2–β4 β4
Inner pillar cells β1 β1–β4 β1–β4 β1–β2–β4–β5 β1–β2–β4–β5 β1–β2–β4–β5
Outer pillar cells β1 β1 β1 β1–β2 β1–β2–β4–β5 β1–β2–β4–β5
Deiters’ cells β1 β1–β2 β1–β2 β1–β2 β1–β2–β4–β5/β2–β4 β1–β2–β4–β5/β2–β4
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the supporting cells. The β4-tubulin was found along the 
entire height of the inner pillar cells.
At this stage, we saw for the first time the appearance 
of β5-tubulin, another tubulin isotype never studied during 
the development of the organ of Corti until now (Fig. 7; 
Table 1). This tubulin appeared in the inner pillar cell and 
in the apex of the outer pillar cell. At P8, during the open-
ing of the tunnel of Corti, the β4 and β5-tubulin isotypes 
extended their localization to the entire height of the outer 
pillar cell. From P8 to the adult stage, β1-, β2-, β4- and 
β5-tubulin isotypes were present in pillar cells (Fig. 7; 
Table 1).
Deiters’ cells
At E18, the β2-tubulin isotype weakly labelled the support-
ing cells. At E20, the β1-tubulin isotype appeared in all the 
supporting cells of the organ of Corti, along with the basal 
part of Deiters’ cells only, between the base of the outer 
hair cells and the basilar membrane. At birth, the labelling 
of this basal part of Deiters’ cells was clearly visible with 
the β2-tubulin isotype. At P6, these tubulin isotype label-
lings extended to the phalangeal process of Deiters’ cells. 
At this stage, the basal part of Deiters’ cells contained a 
wide band of β1- and β2-tubulin isotypes (Fig. 7; Table 1). 
At P8, just before the opening of the spaces of Nuel, the 
β4- and β5-tubulin isotypes extended their localization to 
Deiters’ cells (Fig. 7; Table 1). From P8 to the adult stage, 
except β3, all β-tubulin isoforms are present along the 
entire height of Deiters’ cells with a wide band composed 
of β2- and β5-tubulin in the basal part (Fig. 7; Table 1).
In Fig. 3f, we observed a labelling for β3-tubulin in the 
basal part of Deiters’ cells, between the base of the outer 
hair cells and the reticular lamina. β3-Tubulin is a well-
known neuronal marker (Locher et al. 2013). This label-
ling can be related to nerve processes which cross the tun-
nel of Corti and reach the basal part of the outer hair cells, 
although we visualized some labelling under the nucleus 
of Deiters’ cells. Some researchers had already shown 
the presence of nerve processes in the basal part of Deit-
ers’ cells (Parsa et al. 2012). They said that Deiters’ cells 
showed, in their medial region, a distinctive envelopment 
of unmyelinated afferent nerves that were thought not to 
establish any synapse with them, so that our labelling could 
be explained by these afferent nerves.
Regarding the supporting cells, we clearly see that the 
localization of the different β-tubulins changes between P6 
and P8 (Table 1). We have already shown that during this 
critical period, pillar and Deiters’ cells undergo dramatic 
morphological and molecular changes (Johnen et al. 2012). 
It has also been demonstrated that during these stages, 
microtubules progressively develop to reach the large num-
ber found at the adult stage (Tucker et al. 1998; Hallworth 
et al. 2000; Szarama et al. 2012). In the present paper, we 
report a huge increase in the labelling of pillar cells for all 
β-tubulin isotypes at P6, confirming these previous data. 
The most drastic change appeared in Deiters’ cells, where 
the labelling increases in length and intensity. This label-
ling stretches out in the basal part due to the pull up of the 
cell nucleus. After the opening of the fluid spaces (i.e. the 
tunnel of Corti and the space of Nuel), the distribution of 
β-tubulin isotypes did not seem to progress as much as 
before. In the adult organ of Corti, we can easily conclude 
that β-tubulin isotypes are mostly present in the supporting 
cells. This result is in complete agreement with our elec-
tron microscopy data in which we show a large amount of 
microtubules in the supporting cells (Fig. 6).
Supporting cells undergo shape changes during post-
natal development, after the differentiation of sensory cells. 
These shape changes allow the opening of the tunnel of 
Corti and spaces of Nuel, and appear before the establish-
ment of hearing function. Several authors have shown the 
importance of intercellular spaces present within the organ 
of Corti (Karavitaki and Mountain 2007; Zagadou and 
Mountain 2012). They state that these fluid-filled spaces 
(tunnel of Corti and spaces of Nuel) facilitate the sound 
wave that supports OHC amplification. The establishment 
of microtubule bundles probably plays a significant role 
in maintaining this epithelial structure. Indeed, rigidity of 
these supporting cells must exist to allow the opening of 
such intercellular spaces without the collapse of the entire 
epithelium. The onset or upregulation of the expression of 
β-tubulin is probably related to the increase in microtubules 
present in these cells.
Using immunostaining, Slepecky and her collaborators 
(1995) suggested the presence of two different microtu-
bule bundles in Deiters’ cells: one spanning the distance 
between the base of the outer hair cells and the basilar 
membrane and another one between the base of the outer 
hair cells and reticular lamina (Slepecky et al. 1995). Here, 
our immunolabellings are consistent with the presence of 
two distinct microtubule bundles. A narrow one going from 
phalangeal processes to the nuclear region, labelled by β1-, 
β2-, β4- and β5-tubulin isotypes and a wide one going from 
the nucleus to the reticular lamina, labelled by the β2- and 
β5-tubulin isotypes. Our immunocytological results are 
in agreement with our electron microscopic observations. 
Indeed, we clearly visualized two microtubule bundles in 
Deiters’ cells of an adult cochlea in longitudinal section. 
These results are consistent with the observations realized 
in gerbil (Henderson et al. 1995).
Another interesting result obtained in this study is 
the fact that the β5-tubulin appeared in a key stage of the 
development of the organ of Corti. Contrary to the other 
β-tubulin isoforms, this isotype appears in pillar cells just 
before the opening of the tunnel of Corti, and in Deiters’ 
Histochem Cell Biol 
1 3
cells before the opening of Nuel’s spaces. As shown with 
our electron microscopic analysis in the supporting cells, 
this period was characterized by the subdivision of one 
single microtubule bundle into two separated bundles. Fur-
thermore, Tannenbaum and Slepecky (1997) has shown that 
these bundles formed by a large number of shorter microtu-
bules (2000 out of the 3000 present in each inner pillar cell) 
are released from their apical anchoring site and migrate to 
the base of the cell, where their ends are captured at a basal 
anchoring site (Tannenbaum and Slepecky 1997).
Together, these data allow us to speculate that the 
β5-tubulin isotype might be a particular β-tubulin involved 
in the detachment of microtubules from the bundle asso-
ciated with the centrosome in pillar and Deiters’ cells. In 
this context, it is interesting to remember that in cancerous 
cells, the overexpression of β5-tubulin disrupts microtubule 
organization and induces microtubule detachment from the 
centrosome (Bhattacharya and Cabral 2004; Bhattacharya 
et al. 2011). If our suggestion proves correct, it will support 
the multi-tubulin hypothesis which states that each isotype 
of tubulin mediates the different functional roles of micro-
tubules (Fulton and Simpson 1976; Wade 2009).
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Fig S9. Ultrastructure of Pillar’s cells at P4 (a-d) and P25 (e–
f). (a) General view. Bar 2.5 μm. (b, c, d) Details of their 
cytoplasm with microtubule bundles starting from the apical 
part of the cell (arrowheads). Bar 250 nm. (e) General view. 
Bar 2.5 µm (f) An enlargement of two microtubule bundles 
arranged in two different directions (arrowheads). Ct tunnel of 
Corti Ip inner pillar cell, IHC inner hair cell, Ns space of Nuel, 
OHC outer hair cell, Op outer pillar cell. Bar 250 nm.

11 | Formation des microtubules à 15
protofilaments durant le
développement de la cochlée
malgré l’absence d’acétylation de la
tubuline
Une des caractéristiques notables des cellules de soutien de l’organe de Corti est la
présence d’un important cytosquelette composé par des microtubules à 15 protofilaments au
lieu des 13 habituels, fait unique chez les mammifères (Kikuchi et al., 1991; Tucker et al.,
1992). Des études réalisées chez le vers nématode Caenorhabiditis elegans suggèrent que
cette configuration particulière, observée dans les neurones mécanosensoriels de l’animal,
conférerait à ces larges faisceaux de microtubules une meilleure stabilité par rapport à celle
observée dans les microtubules des autres cellules de l’organisme (Chalfie et Thomson, 1982;
Topalidou et al., 2012). D’autre part, il a été montré qu’il existait chez les invertébrés,
une corrélation entre les isotypes de tubuline, leurs modifications post-traductionnelles et
le nombre de protofilaments qui composent les microtubules (Cueva et al., 2012; Savage
et al., 1989; Ti et al., 2018). Il a été notamment démontré qu’au sein des cellules de la
lignée spermatique de la drosophile, l’expression de la tubuline β2 menait à la constitution
de microtubules à 16 protofilaments au lieu des 13 habituellement présents dans l’axonème
des spermatozoïdes (Raff, 1997). De plus, chez C. elegans, l’acétylation des tubulines, une
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modification post-traductionnelle, est impliquée dans la formation des microtubules à 15
protofilaments des neurones mécanosensoriels (Cueva et al., 2012; Topalidou et al., 2012).
Si la corrélation entre les isotypes de tubuline, leurs modifications post-traductionnelles et
le nombre de protofilaments qui composent les microtubules est relativement bien documentée
chez les invertébrés, il n’y a que très peu d’études du genre qui ont été réalisées chez les
vertébrés. Dans le présent travail, nous avons analysé la structure des microtubules de la cellule
pilier interne de l’organe de Corti chez la souris. Nous nous sommes particulièrement intéressés
à la période post-natale, entre P0 et et P25, période critique de la maturation et de la mise en
fonction de l’organe sensoriel.
Nous avons ainsi appliqué des méthodes cytochimiques de mordançage à l’acide tannique
sur notre matériel afin de pouvoir observer les protofilaments des microtubules en microscopie
électronique à transmission. Nous sommes ainsi les premiers à démontrer qu’au sein des
cellules piliers internes, le nombre de protofilaments qui composent les microtubules passe de
13 à 15 durant le développement, aux alentours de P4. Nous montrons également l’existence
de ce qui semble être un bref état transitoire à 14 protofilaments. Chez la souris, cette période
correspond également à l’apparition de la tubuline β5 dans l’organe de Corti.
Chez C. elegans, l’acétylation de la tubuline α joue un rôle prépondérant dans la constitution
et le maintien des microtubules à 15 protofilaments (Cueva et al., 2012; Topalidou et al., 2012).
Il a été par la suite suggéré que l’acétylation de la tubuline αmodifiait les interactions latérales
entre les différents monomères de tubuline α, favorisant la constitution de microtubules à 15
protofilaments (Cueva et al., 2012). Néanmoins, sur notre matériel murin, nos observations
ne vont pas dans le même sens. En effet, même si nos marquages en immunofluorescence de
la tubuline-α acétylée illustrent bien sa présence au sein des cellules de soutien, son absence
dans une souris invalidée pour ATAT1 ne semble pas modifier le nombre de protofilaments des
microtubules qui composent le cytosquelette de la cellule pilier interne. En revanche, il est
intéressant de noter que nous observons une augmentation ainsi qu’une plus grande variation
du diamètre des microtubules de la cellule pilier interne. Un tel phénomène a également été
observé chez C. elegans (Cueva et al., 2012) mais nous sommes les premiers à l’illustrer chez
le mammifère.
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Chez le poisson zèbre, Danio rerio, l’inhibition d’ATAT1 mène à un raccourcissement du
corps, à des défauts neuromusculaires ainsi qu’à une diminution de la taille des yeux et de la
tête (Akella et al., 2010). Mais malgré l’importante acétylation des microtubules des cellules
de soutien observée sur nos prélèvements ainsi que dans plusieurs autres études (Li et Yang,
2015; Szarama et al., 2012; Tannenbaum et Slepecky, 1997), les souris invalidées pour ATAT1
ne semblent pas présenter de défaut majeur durant leur développement.
Nous montrons ainsi qu’au sein de l’organe de Corti, l’acétylation de la tubuline α n’est
pas indispensable à la constitution et au maintien des microtubules à 15 protofilaments qui
composent le cytosquelette des cellules piliers internes. L’acétylation de la tubuline α semble
en revanche nécessaire dans la régulation du diamètre des microtubules.
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Dispensability of Tubulin Acetylation for 15-protofilament Microtubule Formation
in the Mammalian Cochlea
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ABSTRACT. The development of hearing in mammals requires the formation and maturation of a highly
organized and specialized epithelium known as the organ of Corti. This epithelium contains two types of cells, the
sensory cells, which are the true receptors of auditory information, and the surrounding supporting cells, which
are composed of a highly developed cytoskeleton essential to the architecture of the mature organ of Corti. The
supporting cells are the only mammalian cells reported to contain the unusual 15-protofilament microtubules. In
this paper, we show that 15-protofilament microtubules appear between the second and fourth day after birth in
the pillar cells of the organ of Corti in mice. We also show that contrary to what has been described in the
nematode worm Caenorhabiditis. elegans, microtubule acetylation is not essential for the formation of 15-
protofilament microtubules in mice but is required for fine-tuning of their diameter.
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Introduction
The development of hearing requires the formation and
maturation of a highly organized and specialized epithe‐
lium known as the organ of Corti (Roth and Bruns, 1992).
Sound vibrations cause the displacement of fluid within the
inner ear, which results in the movement of mechanosen‐
sory hair cells in the organ of Corti. The deflection of hair
cell stereocilia causes depolarization and triggers the
release of the excitatory neurotransmitter glutamate, result‐
ing in the transduction of auditory vibration signals into an
electrical signal that is sent through the auditory nerve to
the brain (Pickles, 2015).
The cytoskeletal elements of the organ of Corti, which
include an abundant amount of actin filaments within the
stereocilia of the sensory cells as well as microtubules
within the surrounding supporting cells, have been studied
for decades for their importance in developing and main‐
taining the precise morphology of the organ required for
hearing (Andrade, 2015; Henderson et al., 1994; Zetes et
al., 2012). The mature pillar cells are characterized by an
abundant and highly organized cytoskeleton framework
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that confers stiffness that protects the cells from mechanical
deformation, which occurs each time a sound wave is trans‐
mitted to the inner ear (Henderson et al., 1995; Tolomeo
and Holley, 1997). The opening of the tunnel of Corti is an
essential step in the maturation of the hearing organ, in
which the supporting cells increase their length and detach
from each other. This allows the intercellular space to be
filled with the vibration-conducting cochlear fluid (Ito et
al., 1995). Furthermore, an absence of this triangular open
space between the pillar cells has been shown to be a
potential reason for hearing loss. Indeed, mutation of the
gap junction connexin 26, the most common cause of con‐
genital sensorineural hearing loss, has been linked with the
maturation of pillar cells. The downregulation of connexin
26 before the opening of the tunnel of Corti decreases the
number of microtubules within the pillar cells. This has
been associated with the failure of the tunnel of Corti to
open and resultant deafness (Chen et al., 2018).
The unique characteristic of pillar microtubules is that
they are composed of 15 protofilaments (pf) instead of the
common 13 pf encountered in mammalian cells (Kikuchi et
al., 1991; Tucker et al., 1992). Several papers already show
the relationship between 15-pf microtubules and large bun‐
dle stability (Chalfie and Thomson, 1982; Topalidou et al.,
2012). Furthermore, other researchers have already estab‐
lished the correlation between tubulin isotype, posttransla‐
tional modification such as acetylation and pf number
(Cueva et al., 2012; Savage et al., 1989; Ti et al., 2018).
Copyright: ©2021 The Author(s). This is an open access article distributed under the terms of the Creative Commons
BY (Attribution) License (https://creativecommons.org/licenses/by/4.0/legalcode), which permits the unrestricted
distribution, reproduction and use of the article provided the original source and authors are credited.
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The presence of unusual pf numbers per microtubule has
been previously reported in invertebrates. For example, it
has been shown that in the moth Heliothis viriscens, the
expression of a specific β-tubulin isotype (β2) is responsi‐
ble for the formation of 16-pf microtubules contained
within spermatid axonemes (Raff, 1997). Interestingly, this
same study reported that the expression of this particular β-
tubulin isotype in Drosophila leads to the formation of 16-
pf microtubules instead of the 13-pf microtubules usually
present in the same subset of microtubules of the axoneme.
Additionally, C. elegans were used to show the essential
role of certain isoforms of alpha or beta tubulin in the for‐
mation of unusual microtubules and their functional role in
touch sensitivity (Bounoutas et al., 2009; Fukushige et al.,
1999; Savage et al., 1989; Wade, 2009). In subsequent
invertebrate studies, acetylation of microtubules was impli‐
cated in the formation of microtubules with 15 pf (Cueva et
al., 2012; Topalidou et al., 2012). However, the occurrence
of distinct morphological changes and the importance of
various tubulin isotypes or their posttranslational modifica‐
tions is less well reported in vertebrates.
In this work, we studied the fine structure of microtu‐
bules in pillar cells of the organ of Corti in mice. We were
interested in the early stages after birth, between P0 and
P25, a critical period in the development of hearing. We
also examined the number of pf in microtubules in pillar
cells in a mutant mouse depleted for acetyltransferase
Atat1, an enzyme known to acetylate alpha tubulins. Our
results reveal that the microtubules of the pillar cells con‐
sist of 13 pf in the early postnatal stage and rapidly acquire
15 pf from P4 onwards. We also show that the formation of
microtubules with 15 pf is not affected by tubulin acetyla‐
tion, contrary to what has been described in invertebrates.
Materials and Methods
Mice
Animal handling was carried out in compliance with the Univer‐
sity of Liege Animal Care and Use Committee guidelines. The
NMRI mice were bred in our animal facility.
Acetyl transferase Atat1 mutant mice come from ‘The Knock‐
out Mouse Project’ referenced as Atat1tm1(KOMP)Vlcg. Heterozygous
mice are used for reproduction and offspring are genotyped by
PCR as previously reported (Kim et al., 2013). The day of birth
was recorded as post-natal day 0 (P0). NMRI mice were sacrificed
at different time points from P0 to P30. Forceps were used to dis‐
sect the cochleae under a stereomicroscope. The cochlear apex
was carefully pierced to allow rapid penetration of the fixative.
Immunohistochemistry
The cochleae were fixed in a solution composed of 2% formalde‐
hyde in PBS (140 mM NaCl, 2.7 mM KCl, 1.5 mM KH2PO4, 16
mM Na2HPO4, pH 7.4) for 1 h at 4°C. After 3 washes at 4°C in
PBS, the cochleae were decalcified at 4°C in 4% (w/v) EDTA in
PBS as long as necessary. The samples were then washed several
times in PBS and incubated at 4°C in 30% (w/v) sucrose in PBS
on a gently rotating platform until the cochleae sank in the tube.
The cochleae were embedded in 7.5% (w/v) gelatin and 15%
(w/v) sucrose in PBS for 15 min at 37°C. The preparation was
finally plunged into an isopentane bath on dry ice for solidifica‐
tion. The cryosections (12 μm thick) were obtained by a cryostat
(Microm HM 560, Prosan).
The cryosections were rinsed in PBS. The sections were per‐
meabilized and blocked in PGT (PBS – 0.25% gelatin- 0.3% triton
X100 ) for 30 min. Then, the sections were incubated with the pri‐
mary antibody solution diluted in PGT overnight at 4°C (1/10 000
- mouse anti-acetylated alpha-tubulin antibody - T6793, Sigma-
Aldrich; 1/150 - rabbit anti-myosin VI antibody - M5187, Sigma-
Aldrich). The sections were washed in PBS and incubated for 30
min at 37°C with the secondary antibody diluted in PBS (1/250 -
goat anti-rabbit Alexa 594 antibody - R37117, Thermo Fisher Sci‐
entific; 1/250 - goat anti-mouse Alexa 488 antibody - A-11001,
Thermo Fisher Scientific). After being washed in PBS, the nuclei
were stained by incubating the sections with DAPI (1: 50,000, 4',
6-diamidino-2-phenylindole dihydrochloride, Sigma, St Louis,
USA) at 37°C for 15 min. Finally, the cryosections were rinsed in
PBS and mounted with Citifluor AF1 (Laborimpex, Brussels, Bel‐
gium).
The mid- and basal turns of the cochlea were analyzed. The
slides were examined under an Olympus FV1000 confocal micro‐
scope using a 60x objective. The optical sections were analyzed
with the FV10-ASW 1.7 viewer software.
Electron microscopy
The cochleae were fixed under vacuum for 1 h at room tempera‐
ture in 2.5% glutaraldehyde in 0.1 M Sörensen’s buffer pH 7.4.
After 3 washes in Sörensen’s buffer, the samples were permeabi‐
lized under vacuum with 2% digitonin during 1 to 2 hours at room
temperature. The cochleae were washed in Sörensen’s buffer
before being put in contact with 4% tannic acid in Sorensen pH
6.8 for an hour at room temperature under vacuum. This addi‐
tional step allows the visualization of the number of pf (adaptation
of the tannic acid protocol developed by Tilney in 1973 (Tilney et
al., 1973)). After 3 washes, the adult cochleae were decalcified in
4% EDTA. The samples were then post-fixed for 60 min with 2%
osmium tetroxide in Sörensen’s buffer pH 7.4, washed in deion‐
ized water, dehydrated at room temperature through a graded
ethanol series (70, 96 and 100%), and embedded in Epon for 48 h
at 60°C. Semithin (1 μm thick) and ultrathin sections (50 nm
thick) were obtained by means of an ultramicrotome (Reichert
Ultracut E) equipped with a diamond knife (Diatome). Ultrathin
sections were mounted on copper grids and were contrasted with
uranyl acetate and lead citrate for 15 min each (Reynolds, 1963).
Semithin sections were put on a glass slide and stained with 1%
toluidine blue in sodium tetraborate (1% solution, Na2B4O7·H2O)
and then covered with a coverslip sealed with Entellan® (Merck,
J. Renauld et al.
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Overijse, Belgium). The slides were examined under a Zeiss Axi‐
oplan microscope. Ultrathin sections were examined with a Jeol
JEM- 1400 transmission electron microscope at 80 kV and photo‐
graphed with a 11 MegaPixel bottom-mounted TEM camera sys‐
tem (Quemesa, Olympus). The images were analyzed via iTEM
software (Olympus SIS).
Quantifications and statistical analysis
The measurement of the diameter was taken from the center of a
pf to the center of the pf located on the opposite side. If the micro‐
tubule was not perfectly circular, the smallest diameter was meas‐
ured to avoid variability due to oblique sections through the
microtubules. One-way analysis of variance statistical test fol‐
lowed by Tukey-Kramer test was performed using the software
Past 4 software (Hammer et al., 2001). In order to compare the
microtubule diameter in WT and Atat1 KO mice, unpaired t-test
and F-test have been used with the same software.
Analyses of microtubule diameter
Each condition was analyzed as follows: 3 animals per condition
for P2, P4 and P30 pillar cells, 6 pictures per animal, 3 random
microtubules measured per pictures. 3 animals for the kinocilium
measurement, 2 pictures per animal, 4 random microtubules meas‐
ured per picture.
Analyses between WT and Atat1 KO mice
Only microtubules present in a bundle were analyzed. Each condi‐
tion was analyzed as follows: 3 animals per condition,10 pictures
per animal, 5 random microtubules measured per picture.
Analyses of microtubule pf number and density (Fig. S1)
For the analysis of microtubule pf, 11 microtubules with clearly
distinguishable pf were selected in inner pillar cell of each condi‐
tion. The density was calculated on ultrathin section of pillar cell
medial part by dividing the total number of microtubules by the
area of the cell.
Results
The number of pf in microtubules of the pillar cells as
well as their diameter changes during the development
of the auditory organ
We examined the morphology of microtubules present in
pillar cells between P2 and P30 by transmission electron
microscopy as seen in Fig. 1. Tannic acid was used in the
sample preparation to better visualize the pf. Transverse
sections of pillar cells at P2 (Fig. 2A-A’) show few micro‐
tubules, surrounded by electron dense material (Fig. 2B). A
high magnification image of microtubules containing 13 pf
is seen (Fig. 2C-D). At P4, the microtubules occupy a
larger surface area of the cytoplasm of the pillar cells (Fig.
S1). The electron-dense material observed at P2 is still
present (Fig. 2G asterisks). At higher magnification, we
identify microtubules at 14 and 15 pf (Fig. 2G and 2H). On
cross sections of pillar cells at P25 (Fig. 2I and 2I’), the
number of microtubules is higher compared to the previous
Fig. 1. Schematic representation of the organization of the organ of Corti. Transverse (left) and orthogonal view (right) at P2 (top) or P30 (bottom). The
section plan is indicated in blue. IHC: inner hair cell; Ip: inner pillar cell; OHC: outer hair cell; Op: outer pillar cell; D1 to D3: Deiters’ cell 1 to 3.
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Fig. 2. Increase in the number of microtubule protofilaments during the development of the inner pillar cells of the hearing organ. Schematic
representation at P2 (A) , P4 (E) and P30 (I). General view at P2 (A’), P4 (E’) and P30 (I’). Detail of the cytoplasm of an inner pillar cell at P2 (B), P4 (F)
and P30 (J). High magnification of individual microtubules at P2 (C and D), P4 (G and H) and at P30 (K and L). IHC: inner hair cell; Ip: inner pillar cell;
OHC 1 to 3: outer hair cell 1 to 3; Op: outer pillar cell; D1 to 2: Deiters’ cell 1 to 2. The arrows in panel A’ indicate the stereocilia of sensory cells. The
arrow in panel I’ indicates the phalangeal process of a Deiters’ cell. The arrowheads in panel K indicate dense material linking microtubule together.
Asterisks indicate electron dense materials in panels C, D, G. Dashed lines indicated adjacent microtubules in panel K. Scale bars: 10 μm (A’, E’ and I’), 1
μm (B, F and J) and 20 nm (C, D, G , H , K and L).
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stages (Fig. S1). They form a compact bundle within a thin‐
ned cytoplasm, across the entire width of the cells (Fig. 2J).
The microtubule bundle is organized in a very regular geo‐
metric structure in which the microtubules are connected by
dense material (Fig. 2K arrowheads). At this stage, the
microtubules consist of 15 pf (Fig. 2K and 2L).
The number of protofilaments per microtubule increase
from 13 at P2 to 15 at P30, with an intermediate stage of 14
and 15pf at P4 (Fig. 3B). Due to the low number of micro‐
tubules at P2 and the difficulty of slicing exactly perpendic‐
ular sections in order to count the number of pf, we also
measured the diameter of each microtubule in pillar cells to
compare the microtubules between P2 and P30. The micro‐
tubules present in the kinocilium of sensory cells were used
at P2 (Fig. 3A) to act as a 13 pf control. Statistical analysis
indicated a significantly smaller diameter of the microtu‐
bules in kinocilium in comparison to those present in P4
and the mature pillar cells (Fig. 3C). We repeated this
measurement between early pillar cells (P2 and P4) and
mature pillar cells (P30), and found a smaller diameter in
the microtubules present in pillar cells at P2 and P4 com‐
pared to those present at P30 (Fig. 3C and Table I). The
average diameter of the microtubules present in early pillar
cells is comparable to the diameters seen in kinocilium,
confirming the presence of 13 pf at P2. To assess the
increase of microtubule numbers during the development,
their number and density per μm2 was analyzed in the
medial part of the inner pillar cell from P2 to P30. Even if
Fig. 3. Increase in the diameter of the microtubules during the development of the inner pillar cells of the hearing organ. Ultrastructure of the basal body
of a kinocilium in hair cell (A), and representation of the number of protofilament per microtubule of supporting cells at P2, P4 and P30 (B). Violin plot
comparing the average diameter of microtubules present in supporting cells at P2, P4 and P30 and microtubules in the kinocilium (C). Scale bar: 50 nm.
Table I. Statistical analysis of microtubules diameter within the inner pillar cell and the kinocilium of
the hearing organ in mice: Tukey’s multiple comparison test performed between each sample.
P2 P4 P30 Kinocilium
Number of values 54 54 54 24
Microtubule Diameter - Mean (μm) 20.16 21.78 22.5 20.02
Microtubule Diameter - Std. Deviation 0.5286 0.6749 0.8185 0.4597
Tukey’s Multiple Comparison Test Mean Diff. q Significant? P<0.05? Summary
P2 vs P4 –1.629 18.14 Yes ***
P2 vs P30 –2.347 26.13 Yes ***
P2 vs Kinocilium 0.1351 1.18 No ns
P4 vs P30 –0.7181 7.994 Yes ***
P4 vs Kinocilium 1.764 15.41 Yes ***
P30 vs Kinocilium 2.483 21.68 Yes ***
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they are not evenly distributed in the cytoplasm, the density
of microtubule increases from 8,88/μm2 at P2 to 173,56/
μm2 at P30 (Fig. S1). Those data are in accordance with
previously published data in which the number of microtu‐
bules and density increase during development of pillar
cells (Szarama et al., 2012; Tucker et al., 1992).
Acetylation of microtubules in pillar cells is not
necessary for 15-pf microtubules
Acetylation of tubulins is implicated in the modification of
the number of pf in invertebrates by a mechanism that is
not yet fully understood (Cueva et al., 2012; Topalidou et
al., 2012). Previous studies stipulated that acetylation is
necessary but not sufficient for the formation of 15-pf
microtubules, suggesting that this enzyme plays an indirect
role in the formation of those unusual microtubules (Howes
et al., 2014; Li and Yang, 2015). To analyze the implication
of this post-translational modification in the development
of the organ of Corti, we first analyzed this process in the
pillar cells of the organ of Corti at P0, P4 and P25 (Fig. 4A-
B-C). The acetylation of microtubules in pillar cells is
present at their apex at P0 (Fig. 4A) and extends in the lon‐
gitudinal axis at P4 (Fig. 4B). The microtubule bundle is
acetylated at P25 from the apex to the base of the cell (Fig.
4C). Previous work has shown that this acetylation is the
result of the acetyltransferase ATAT1 enzyme (Kalebic et
al., 2013). In this context, we analyzed the acetylation of
the microtubules in a mouse model deleted for this enzyme.
First, in order to verify that the mutant mouse depleted for
acetyltransferase ATAT1 no longer contains acetylated
alpha tubulin we applied immunofluorescence labelling
with an anti-acetylated alpha tubulin antibody. At P30, we
observed no labelling in the organ of Corti of the mutant
mouse unlike the wild-type mouse, attesting to the absence
of acetylation of alpha tubulins in the mutant devoid of the
ATAT1 enzyme (Fig. 5A-B). Next, we analyzed the mor‐
phology of the organ of Corti in WT or heterozygous and
Atat1 KO mice at P30 on semi-thin section (Fig. 6A-B).
The general morphology of the organ of Corti, such as its
cell organization, the size of the pillar cell or the tunnel of
Corti appeared unaffected by the absence of tubulin acety‐
lation. We then analyzed the morphology and the diameter
of microtubules at higher magnification (Fig. 6C, D and E).
The number of pf per microtubule is 15 for Atat1 Heterozy‐
gous and KO mice (Fig. 6C and D). Interestingly, the aver‐
age diameter of the microtubules of pillar cells is larger and
more variable in Atat1 KO compared to Atat1 Heterozy‐
gous, as seen in the Violin plot (Fig. 6D and E) (Mean
(SD): Heterozygous 22,0376 nm (0.805) n=150; Atat1 KO:
23,5211 nm (1,2451) n=150). Unpaired t test : P<0.0001 ; F
test for variance P<0.0001.
Fig. 4. Acetylation of microtubule tubulins of pillar cells between P0 and P25. Confocal immunostaining of P0 (A), P4 (B) and P25 cochlear sections.
Acetylated α-tubulin is labeled in green, myosin VI is labelled in red (sensory cells labeling). Nucleus are labelled by DAPI (Blue). I: inner hair cell; Ip:
inner pillar cell; O 1 to 3: outer hair cell 1 to 3; Op: outer pillar cell; D1 to D3: Deiters’ cell 1 to 3; P: phalangeal cell. Scale bars: 20 μm.
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Discussion
In this study, we analyzed the morphology of microtubules
in the organ of Corti during development in mice. In the
adult organ of Corti, the number of pf is 15 in pillar cells.
In vertebrates, those supporting cells are the only ones that
do not have the usual 13-pf configuration (Kikuchi et al.,
1991; Tucker et al., 1992). The function of those unusual
15-pf microtubules in the hearing process is still unknown,
though it has been proposed that the 15-pf structure pro‐
vides rigidity (Chaaban and Brouhard, 2017). In the worm
C. elegans, several studies have shown that the loss of 15-
Fig. 5. Absence of acetylated microtubules in the mutant Atat1 mouse. Immunostaining of section of organ of Corti in WT (A) and Atat1 KO at P30.
Acetylated α-tubulin is labeled in green, myosin VI is labelled in red (sensory cells labeling). Nucleus are labelled by DAPI (Blue). I: inner hair cell; Ip:
inner pillar cell; Nf: Nerve fibers; O 1 to 3: outer hair cell 1 to 3; Op: outer pillar cell; D1 to D3: Deiters’ cell 1 to 3; P: phalangeal cell. Scale bars: 20 μm.
Fig. 6. Tubulin acetylation is not required for 15-pf microtubule formation in mice. Semithin section of the organ of Corti (A-A’). Ultrastructure of pillar
cells at P30 (B-B’). High magnification of individual microtubules (C-C’). Violin and box plot of the mean of the diameter of pillar cells’ microtubules (D)
and associated statistical analysis (E). IHC: inner hair cell; Ip: inner pillar cell; OHC: outer hair cell; Op: outer pillar cell; D1 to D2: Deiters’ cell 1 to 2.
The arrows indicate the stereocilia of sensory cells. Scale bars: 50 μm (A-A’), 2 μm (B-B’) and 20 nm (C-C’).
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pf structure can lead to loss of function of the mechanore‐
ceptor (Bounoutas et al., 2009). This suggests that
mutations or loss of this pf arrangement may play a role in
hearing loss or other pathologies.
One known difference between the 13- and 15-pf config‐
uration is the disappearance of the seam running along the
length of the microtubule (Li et al., 2002; Sui and
Downing, 2010). In this situation, the microtubules adopt a
conformation in which each α-tubulin is located next to
another α-tubulin of the adjacent pf. It has been hypothe‐
sized that this seam gives a line of weakness and could act
as a trigger point for disassembly (Ayoub et al., 2015;
Katsuki et al., 2014; Wade, 2009). Therefore, in the organ
of Corti, this may suggest that the existence of those 15-pf
microtubules may fulfill the functional needs of those sup‐
porting cells and give stability to the cell. In this study, we
showed that the number of pf increase from the 13 to 15 pf
early in development, around P4. This early modification is
made before the hearing onset and could be a prerequisite
to the correct function of the organ of Corti. This is further
supported by the fact that these cells are situated between
the sensory cells and the basilar membrane and play a key
role in the propagation of sound waves. At P25, we also
observed well-organized bundles of microtubules in which
the microtubules are linked together by electron-dense
material that could correspond to cross-linking proteins.
This organization also provides resistance to bending and
stretching (Liew et al., 2015; Tolomeo and Holley, 1997).
Until now, no study has shown the impact of the absence of
those unusual 15-pf microtubules on auditory function.
This is because it is unknown how to specifically alter the
15-pf microtubules in mammals.
Given the dispensability of tubulin acetylation in the for‐
mation of 15-pf microtubules in pillar cells, the tubulin iso‐
types could be another means of regulating the number of
pf in microtubules in vertebrates. In fact, it was previously
shown that β-tubulin isotypes play an important role in the
architecture of microtubules in invertebrates (Meurer-Grob
et al., 2001). The presence of an unusual pf number per
microtubule were extensively studied in invertebrates such
as Drosophila, in which the presence of a specific moth
beta-tubulin isotype can induce the formation of these
unusual 15-pf microtubules (Raff, 1997). This result
showed that this β-tubulin isotype is sufficient to induce the
formation of 16-pf microtubules. In this study, we showed
that 15-pf microtubules appear between P2 and P4, which
correspond to the appearance of the expression of βV-
tubulin isotype. In this regard, it would be interesting to
analyze the role of the βV-tubulin isotype in the formation
of 15-pf microtubules, as our previous research showed that
this isotype is only expressed in the pillar and Deiters’ cells
of the organ of Corti (Renauld et al., 2015). Our previous
publication on the spatiotemporal dynamic of β-tubulin iso‐
types during the development of the organ of Corti high‐
lighted the specific pattern of the β-V-tubulin that appears
at a key stage of the supporting cells’ development. The
correlation between the timing and localization of the 15-pf
microtubules and the expression of this isotype make it an
interesting candidate for the formation of 15-pf microtu‐
bules.
One mechanism expected to control microtubule func‐
tion is the post-translational modification of their tubulin
subunits (Janke, 2014; Janke and Montagnac, 2017). The
acetylation of the α-tubulin constrains the 15-pf number in
the worm, C. elegans (Cueva et al., 2012). Here, we dem‐
onstrated that the acetylation was dispensable to create or
maintain 15-pf microtubules inside the organ of Corti, as
we did not find any difference in the number of pf between
the WT and the Atat1 KO mice. In C. elegans, the acetyla‐
tion of the α-tubulin was a determinant for the formation of
those unusual microtubules and also for their number and
organization (Topalidou et al., 2012). Interestingly, despite
the constant 15-pf microtubules, we also observed that
microtubules varied in diameter, as observed in C. elegans
(Topalidou et al., 2012). This greater variation in diameter
in Atat1 KO mice could be explain by the model proposed
by Cueva in which the acetylation of α-tubulin stabilizes
interprotofilament salt bridges between adjacent α-tubulins
(Cueva et al., 2012). Cueva stipulated that the acetylation
of the α-tubulin disrupt an intramonomere salt bridge to
create an intermonomere salt bridge instead. This new
intermonomere salt bridge would change the lateral interac‐
tions between α-tubulins leading to an interprotofilament
angle in favor of 15 pf. In this study of the pillar cells, the
absence of acetylation would increase the range of value of
the interprotofilament angle which would increase the
diameter variability, but other parameter, such as the nature
of the tubulin isoforms, the microtubule associated proteins
or other posttranslational modifications would restrain this
angle enough to maintain the number of pf constant even if
the diameter changes. It should therefore be interesting to
study all these parameters in order to understand which
ones impose the formation of microtubules at 15 pf.
Furthermore, in vitro research demonstrated that the ace‐
tylation itself of the lysine in position 40 of the α-tubulin
had no significant effect on microtubule structure (Howes
et al., 2014). For this reason, in 2015, Li and his coworker
hypothesized the acetylation of the α-tubulin may form a
specific docking site for an unidentified protein. This
unidentified protein may then promote the formation of 15-
pf microtubules (Li and Yang, 2015).
In addition to the isotype of tubulin, acetylation is proba‐
bly not the only factor influencing the number of pf in ver‐
tebrates. Several studies have shown that some
microtubules associated proteins (MAPs) like doublecortin
or kinesin promote the formation of 13-pf microtubules
(Akhmanova and Severin, 2004; Howes et al., 2014;
Moores et al., 2004). It would not be surprising to discover
some MAPs that promote 15-pf microtubules in pillar cells.
The study showing the absence of physiological differ‐
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ence in the Atat1 KO hearing published in 2013 was sur‐
prising for us as we were expecting a more important role
of this enzyme in hearing based on previous data in zebra‐
fish (Kim et al., 2013). In the zebrafish model, the inhibi‐
tion of this enzyme leads to developmental defects such as
shortening of the body, neuromuscular defects, or reduction
of eye and head size (Akella et al., 2010). Furthermore,
abundant numbers of acetylated microtubules were reported
in the cochlea in pillar and Deiter’s cells (Li and Yang,
2015; Szarama et al., 2012; Tannenbaum and Slepecky,
1997) as observed in our immunofluorescence labeling for
acetylated tubulin, and ATAT1 as the enzyme responsible
for the acetylation of the tubulin in mice (Kalebic et al.,
2013; Liu et al., 2018; Shida et al., 2010). We observed the
disappearance of the acetylated microtubules in the pillar
cells of the Atat1 KO mice, confirming the hypothesis that
this enzyme is responsible of the acetylation of the microtu‐
bules present in pillar cells. This result showed that the
inhibition of tubulin acetylation doesn’t lead to any devel‐
opmental defects in mammalian cells which contain a large
amount of acetylated microtubules in contrast to the zebra‐
fish study (Akella et al., 2010). Other studies performed on
Chlamydomonas reinhardtii and Tetrahymenas thermophile
showed that the modification of α-tubulin to prevent its
acetylation didn’t create any phenotype in those models
(Gaertig et al., 1995; Kozminski et al., 1993). It’s important
to note that when the enzyme responsible for the deacetyla‐
tion of microtubules is absent, resulting in hyper-
acetylation of microtubules, there is no major alteration in
the phenotype of mice either. This data seems to show a
high tolerance in the level of acetylation of microtubules in
mice (Zhang et al., 2008). This tubulin acetylation may not
be essential to the development of organisms but could play
a role in their adaptation to their environment (Janke and
Montagnac, 2017).
In conclusion, we show for the first time that 15-pf
microtubules appear between the second and fourth day
after birth in the mouse pillar cells. We also show that con‐
trary to what has been observed in the nematode worm C.
elegans, the acetylation of those microtubules is not essen‐
tial for the formation of the 15-pf microtubule structure,
even if we see an increase in diameter variability. Further
mutational research would be necessary to confirm if one
of the tubulin isotypes expressed in those cells leads to this
15-pf microtubule production and the role of this specific
microtubule structure in hearing development.
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Figure S1 : Increase in the number and density of microtubules within the inner pillar 
cells of the hearing organ in mice.
A. TEM view of inner pillar cells cut transversely in their median region at three stages of 
development (P2, P4, P30).
B. Mean number of microtubules within inner pillar cells and mean microtubule density per 
square micrometer of inner pillar cell at P2, P4 and P30.

III | Discussion et conclusions
We demand rigidly defined areas of doubt and uncertainty !
— Douglas Adams,
The Hitchhiker’s Guide to the Galaxy
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12 | Les deux étapes du développement
de l’organe de Corti
Durant son développement, l’organe de l’audition des mammifères thériens, l’organe de
Corti, subit une drastique évolution tant sur le plan morphologique que moléculaire. Notre
travail nous a permis de mettre en évidence plusieurs éléments clés faisant intervenir les
cellules de soutien (voir Table 1, page 160). Ces nouvelles données nous permettent de
distinguer deux grandes étapes durant le développement de l’organe sensoriel auditif : la
première étape correspond à la mise en place des différents types cellulaires qui composent
l’organe de Corti ; la seconde étape constitue, quant à elle, un remodelage de la morphologie
cellulaire qui modifie de façon conséquente l’architecture de l’organe de Corti et qui aura une
grande influence sur le fonctionnement même de l’organe sensoriel.
12.1 Mise en place des cellules de l’organe de Corti
Cette première étape du développement de l’organe de l’audition commence par
l’établissement du domaine prosensoriel au sein duquel seront issus les différents types
cellulaires de l’organe de Corti (Driver et Kelley, 2020) (voir 4.2). L’apparition de ces derniers,
peu après l’établissement du domaine prosensoriel, est un évènement relativement rapide
(Kelley, 2007). En effet, nos observations montrent que chez le rat, à la base du canal
cochléaire, l’ensemble des cellules de l’organe de Corti peut être distingué en moins de
48h. La grande majorité des études présente la cellule sensorielle interne comme étant la
première cellule reconnaissable de l’organe de Corti (Driver et Kelley, 2020; Iizuka-Kogo,
| 155
2018; Romand et al., 1993; Roux et al., 2009). Ces résultats se basent essentiellement sur des
critères morphologiques28 ainsi que sur des marquages immunohistochimiques. Néanmoins,
et contrairement à ce qui est habituellement décrit, la première cellule que nous distinguons
correspond à la future cellule pilier interne. Cette cellule que nous distinguons à E16 chez le rat,
soit presque 48h avant la première cellule sensorielle, a été identifiée grâce à l’utilisation d’une
méthode cytochimique mettant en évidence les polysaccharides. Nous sommes les premiers à
appliquer cette méthode sur des cochlées prélevées à un stade précoce du développement ;
ce qui peut-être la raison pour laquelle nous sommes les seuls à obtenir actuellement ce
résultat. Il serait intéressant d’analyser le rôle de ces polysacharrides qui s’accumulent dans
les cellules piliers internes et d’évaluer leur éventuel rôle dans le développement de l’organe
de l’audition29.
Après la détermination de la cellule sensorielle interne, le destin cellulaire des autres
cellules de l’organe de l’audition serait médié en grande partie par la voie de signalisation
Notch, par le phénomène d’inhibition latérale (Brooker et al., 2006; Doetzlhofer et al., 2009;
Driver et al., 2013; Kiernan et al., 2005b; Lanford et al., 1999; Murata et al., 2006). Ce
dernier permet ainsi l’alternance cellule sensorielle - cellule de soutien et l’établissement de
la mosaïque de l’organe de Corti. Néanmoins, nous sommes interpellés par la position de la
cellule pilier interne au sein de cette mosaïque : elle est en effet la seule à briser l’alternance
cellule sensorielle - cellule de soutien. Une possible explication pourrait être l’existence
d’un déplacement cellulaire qui s’opérerait durant les premiers stades de développement
de cette cellule. Plusieurs études ont mis en évidence des déplacements des cellules de
l’organe de Corti en développement à partir de E14 chez la souris. Ces mouvements, qui
vont de pair avec la croissance du canal cochléaire et le phénomène d’extension convergente,
permettent l’extrême régularité de la mosaïque par des mouvements cellulaires individuels
mais également par l’application de forces de cisaillement engendrées par l’épithélium du
sillon externe (Cohen et al., 2020; Driver et al., 2017). Ils seraient également à l’origine du
positionnement caractéristique du prolongement filiforme des cellules de Deiters par rapport
28Telle que la présence d’une plaque cuticulaire par exemple (Romand et al., 1993)
29La nature de ces polysaccharides a été étudiée au sein de notre laboratoire par plusieurs méthodes. Nous
avons ainsi déterminé qu’il s’agissait de glycogène (ces données ne sont pas illustrées dans le présent manuscrit).
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aux cellules sensorielles externes (voir 2.2.2.3). Néanmoins, si ces études, et les modélisations
qui en découlent, montrent bien l’importance de ces mouvements cellulaires et des forces de
cisaillement dans l’établissement de la mosaïque de l’organe de Corti, ils n’ont, en revanche, pas
illustré de déplacement des futurs cellules piliers internes pouvant expliquer l’alternance brisée
décrite plus haut. Une autre explication pourrait être envisagée en changeant de paradigme : la
future cellule pilier interne ferait office de point de départ dans l’établissement de la mosaïque,
l’alternance cellule sensorielle - cellule de soutien rayonnant à partir de ce point central. Cette
hypothèse pourrait être étayée par les expériences de Kelley et de ses collaborateurs (1995) qui
montrent que l’ablation des cellules sensorielles internes à des stades précoces ne modifient
pas le destin cellulaire des cellules adjacentes. D’autre part, de récentes recherches montrent
que l’inhibition de Gsk3β , une sérine/thréonine kinase initialement découverte pour son rôle
majeur dans la signalisation intracellulaire induite par l’insuline et pour son implication dans
la voie Wnt/caténine-β , conduit à la formation de cellules sensorielles internes surnuméraires
(Munnamalai et Fekete, 2016; Petit-Paitel, 2010). De plus, exprimée dans la cellule pilier
interne, elle serait également responsable de l’établissement des limites des domaines internes
et externes de l’organe de Corti, et ce, sans intervention de la voie Wnt/caténine-β (Ellis et al.,
2019). Le mécanisme par lequel ces limites sont fixées est encore inconnu. De plus amples
analyses seront nécessaires pour confirmer cette hypothèse.
12.2 Remodelage de l’organe de Corti
Le remodelage de l’organe de Corti prend place lorsque la différenciation des cellules qui le
composent a été entamée et trouve son point culminant autour de la période d’ouverture des
espaces intercellulaires, le tunnel de Corti et les espaces de Nuel. Plusieurs auteurs suggèrent
le rôle important joué par ces espaces intercellulaires notamment dans la propagation des
ondes sonores et leur amplification par les cellules sensorielles externes (Domenica Karavitaki
et Mountain, 2007; Zagadou et Mountain, 2012).
Durant cette période, nous avons observé une EMT partielle, phénomène courant durant
le développement des organismes (Thiery et al., 2009; Ahmed et al., 2007; Johansson et
Grapin-Botton, 2002; Tanimizu et Miyajima, 2007) mais dont nous sommes les premiers à
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le mettre en évidence au sein des cellules de soutien de l’organe de Corti. Une EMT permet
aux cellules épithéliales de se mouvoir plus aisément au sein des tissus (Zeisberg et Neilson,
2009). Nous pouvons dès lors supposer que l’EMT partielle que nous observons joue un rôle
facilitateur dans l’ouverture des différents espaces intercellulaires. Comme nous l’avons décrit
dans le chapitre 6.2, l’activation et l’expression des facteurs de transcription induisant une EMT
dépendent d’une pléthore de voies de signalisation telles que TGF-β , BMP, EGF, FGF, PDGF,
Wnt, Shh, Notch ou encore la signalisation médiée par les intégrines (Al Moustafa et al., 2012;
Espinoza et Miele, 2013; Heldin et al., 2012; Katoh et Katoh, 2009; McCormack et O’Dea,
2013; Taipale et Beachy, 2001). De nombreuses analyses seront nécessaires afin d’évaluer
l’implication de ces voies de signalisation dans l’EMT partielle que nous observons durant le
développement de l’organe de Corti30. Néanmoins, selon une analyse transcriptomique réalisée
aux stades postnataux chez la souris, les voies Wnt et Notch semblent être moins actives au
sein des cellules de soutien entre P1 et P6. La voie de signalisation FGF semble en revanche
augmenter en activité, comme en témoigne l’augmentation de l’expression de Fgfr3 durant le
même période (Maass et al., 2016). Il serait intéressant d’examiner son éventuelle implication
dans l’EMT partielle que nous avons démontrée.
Participant au remodelage de la morphologie des cellules de soutien et donc à l’architecture
générale de l’organe de l’audition, l’important cytosquelette composé par de nombreux
faisceaux de microtubules comporte lui aussi son lot de modifications. Nous démontrons en
effet une évolution dans la composition des différents isotypes de tubuline β . De plus, nous
mettons pour la première fois en évidence l’apparition de la tubuline β5 dans la cellule pilier
interne, aux alentours de P6 chez le rat. Cette dernière observation est concomitante à la
séparation des faisceaux de microtubules que nous avons également observée. Dès lors, nous
suggérons que la tubuline β5 pourrait jouer un rôle dans la subdivision des faisceaux de
microtubules observée durant le développement de l’organe de Corti. Cette hypothèse est
étayée par la sur-expression de la tubuline β5 dans des cellules cancéreuses en culture qui
30Au sein de notre laboratoire, nous avons déjà exploré l’importance de vimentine durant cette EMT partielle
par le biais d’une souris dont l’expression de la vimentine a été supprimée. Il apparaît que celle-ci n’est
pas indispensable à la formation des espaces intercellulaires de l’organe de Corti et ce dernier se développe
apparemment sans encombre. L’audition de ces souris a également été testée et aucun défaut n’a été observé (ces
données ne sont pas illustrées dans le présent manuscrit).
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mène à une désorganisation des faisceaux de microtubules ainsi qu’à leur détachement du
centrosome (Bhattacharya et Cabral, 2004; Bhattacharya et al., 2011). Si cette hypothèse
s’avérait exacte, elle tendrait à montrer que chaque isotype de tubuline possède un rôle
fonctionnel qui lui est propre.
C’est également autour de la période d’apparition de la tubuline β5 que les microtubules
des cellules de soutien passent de 13 à 15 protofilament, fait unique chez les vertébrés.
Ce cytosquelette de microtubules à 15 protofilaments entres lesquels sont insérés des
microfilaments d’actine confère aux cellules de soutien une rigidité exceptionnelle : chez la
gerbille, dans le tour médian de la cochlée, la rigidité d’une cellule pilier a été mesurée
à 1,1 x 1010 kPa et celle d’une cellule de Deiters à 1,07 x 103 kPa31 (Tolomeo et Holley,
1997; Zagadou et al., 2014a). Cette organisation à 15 protofilaments ne semble pas dépendre
entièrement de l’acétylation de la tubuline α comme c’est le cas chez C. elegans (Topalidou
et al., 2012). D’autres paramètres pourraient dès lors entrer en ligne de compte tels que
d’autres modifications post-traductionnelles, la composition en isotypes de tubuline, ou encore
l’association des microtubules avec les MAPs. Il a d’ailleurs été démontré que des MAPs
telles que la kinésine ou la doublecortine jouaient un rôle important dans la formation et la
maintenance des microtubules à 13 protofilaments (Akhmanova et Severin, 2004; Howes et al.,
2014; Moores et al., 2004). Selon nous, il pourrait être très intéressant de vérifier si l’absence
de tubuline β5 menait ou non à la constitution des microtubules à 15 protofilaments.
31Par comparaison, la rigidité d’une cellule sensorielle externe du tour médian de la cochlée de gerbille a été
mesurée à 2,4 kPa (Zagadou et al., 2014a).
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13 | Conclusions et perspectives
Bien souvent, les recherches consacrées au développement de l’organe de Corti se
concentrent sur les différentes modalités de la différenciation des cellules sensorielles, que
ce soit par un biais cognitif ou par un choix délibéré parce que le sujet est plus attrayant à la
publication. Il est vrai qu’il y a encore très peu de données concernant la différenciation des
cellules de soutien, ce qui rend la tâche un peu plus ardue (Driver et Kelley, 2020). Néanmoins,
le présent travail démontre l’importance de leur implication durant le développement de
l’organe de Corti. Il pose ainsi de nouvelles questions auxquelles nous devrons répondre si
nous souhaitons comprendre les différents aspects du développement de l’organe de Corti et
ouvrir la voie à son éventuelle régénération.
Nous sommes les premiers à démontrer la précocité de la différenciation de la cellule
pilier interne par rapport aux autres types cellulaires, par l’utilisation d’un marqueur que nous
sommes les seuls à utiliser. Si le rôle de ce polysaccharide marqué reste encore à déterminer
précisément, on peut également se poser la question de son accumulation à un stade si précoce.
Il pourrait peut-être refléter l’implication des mécanismes qui permettent le placement précis de
la cellule pilier interne et de l’organe de Corti durant ses premières étapes du développement.
Dans cette optique, il serait intéressant d’analyser plus finement le rôle de Gsk3β et plus
particulièrement celui de sa forme active versus sa forme inactive.
Le rôle de l’EMT partielle que nous avons observée pour la première fois au sein des
cellules de soutien reste également à élucider. Afin de vérifier son implication dans la plasticité
de l’épithélium et dans l’ouverture des espaces intercellulaires, il pourrait être intéressant
d’explorer la voie de signalisation FGF et son éventuel rôle dans l’initiation de cet EMT
partielle. L’utilisation d’un système de développement postnatal in vitro inspiré par les travaux
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de Hahn et de ses collaborateurs (2008) serait la voie royale pour cette étude, afin de maîtriser
parfaitement les paramètres temporels et de dosage d’inhibiteurs, mais sa mise en place reste
très compliquée.
Le rôle de la tubuline β5 au sein du cytosquelette des cellules de soutien pose également
question. Est-ce que la tubuline β5 participe à la constitution des microtubules à 15
protofilaments ? Notre hypothèse selon laquelle elle joue un rôle dans la subdivision des
faisceaux de microtubules est-elle correcte ? L’utilisation d’une souris mutante invalidée pour
la tubuline β5 pourrait peut-être nous aider à répondre à ces interrogations.
Comme nous l’avons signalé plus haut, il n’existe encore que très peu de données sur les
cellules de soutien de l’organe de Corti en regard des connaissances que nous avons sur les
cellules sensorielles. Néanmoins, au fur et à mesure des découvertes, ces cellules apparaissent
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Chez les mammifères, la perception des sons est rendue possible grâce à un 
épithélium sensoriel localisé dans l'oreille interne : l'organe de Corti. Celui-ci 
est constitué par deux types de cellules mécanosensorielles ainsi que par 
quatre autres types de cellules de soutien organisées en une mosaïque 
hautement ordonnée s'étalant sur toute la longueur du canal cochléaire. 
L'audition joue un rôle fondamental dans la survie et la reproduction des 
mammifères. Chez l'humain, ce sens est primordial dans la communication 
entre individus, conditionnant à la fois l’apprentissage et l’utilisation des 
échanges vocaux et influençant les interactions sociales. Dès lors, une perte 
de l'audition induit inévitablement une baisse de qualité de vie. Lorsque 
cette perte auditive est provoquée par une dégénérescence des cellules 
sensorielles de l'organe de Corti, elle est alors incurable ; l'épithélium 
sensoriel ne pouvant pas se régénérer. Dans ce contexte, la compréhension 
des différents mécanismes impliqués dans le
développement de l’organe de l’audition paraît essentielle dans l’élaboration 
de stratégies thérapeutiques visant un rétablissement de la fonction 
auditive. Grâce à de nouvelles méthodes d'investigation, de grands progrès 
ont été réalisés ces deux dernières décennies. Néanmoins, de nombreuses 
questions concernant le développement morphologique, cellulaire et 
moléculaire de l’organe de l’audition des mammifères restent en suspend.
Dans le présent travail, nous avons étudié le développement de l'organe de 
Corti avec une attention particulière portée aux cellules de soutien. Nos 
observations montrent que durant la mise en place de l'organe de Corti, la 
première cellule qui se distingue n'est pas une cellule sensorielle mais une 
cellule pilier interne et qu'au sein de cette dernière, la voie de signalisation 
Notch ne semble pas activée, contrairement à ce qui est observé dans les 
autres cellules de soutien. Nous mettons également pour la première fois 
en évidence une transition épithélio-mésenchymateuse partielle ainsi que 
l'apparition de microtubules à 15 protofilaments au sein des cellules de 
soutien durant une étape clé du remodelage de l'organe de Corti. De plus, 
nous montrons que l'acétylation de ces microtubules n'est pas 
indispensable à leur structure à 15 protofilaments. L'ensemble de nos 
résultats indiquent l'important rôle que jouent les cellules de soutien durant 
la mise en place et le remodelage de l'organe de Corti.
